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ZUSAMMENFASSUNG
Im Rahmen dieser Arbeit werden Nanostrukturen aus biologischen Molekülen untersucht,
sowie neue Methoden zur Strukturierung biologischer Systeme im nanoskaligen Bereich
entwickelt und vorgestellt. Neben selbstorganisierten und enzymatischen Prozessen, wie sie
bei der Strukturbildung biologischer Systeme eine wesentliche Rolle spielen, wird insbesondere
auch eine neuartige Methode der gerichteten enzymatischen Hydrolyse biologischer
Membranen, die eine gezielte Strukturierung im Nanometerbereich ermöglicht, vorgestellt. Vor
dem Hintergrund, daß die Natur mit Polynucleinsäuren extrem vielseitige, universell
einsetzbare und chemisch sowie molekularbiologisch sehr gut handhabbare molekulare
Bausteine für den selbstorganisierten Aufbau hochintegrierter Nanoarchitekturen zur
Verfügung stellt, werden ferner die grundlegenden Mechanismen und Kräfte der molekularen
Erkennung bei der DNA-Basenpaarung sowie die mechanische Stabilität der DNA-
Doppelhelix untersucht.
- Durch kraftmikroskopische Untersuchungen an einer binären Mischung aus Dipalmitoyl-
Phosphatidylcholin (DPPC) und Diarachidoyl-Phosphatidylcholin (DAPC) konnte
erstmals die laterale Struktur von binären Lipidmischungen in Lipiddoppelschichten direkt
bestimmt werden. Es konnte gezeigt werden, daß diese biologisch wichtigen Lipide in
Lipiddoppelschichten spontan Domänen mit einer chrakteristischen Größe von etwa 10 nm
bilden. Ein Vergleich der Ergebnisse der kraftmikroskopischen Untersuchungen mit denen
von Neutronendiffraktionsexperimenten zeigte eine hervorragende Übereinstimmung der mit
diesen beiden komplementären Techniken bestimmten mittleren Domänenabstände.
- Untersuchungen des enzymatischen Abbaus von Lipidmembranen durch das lipolytische
Enzym Phospholipase A2 (PLA2) erlaubten erstmals Einblicke in die Aktivität dieser
Enzyme auf der Einzelmolekülebene. Es konnte gezeigt werden, daß die Enzymaktivität
stark von den physikalischen Eigenschaften der Membran abhängig ist und daß Membranen
in der Gel-Phase ausschließlich von Membrandefekten her und entlang der Hauptachsen des
Molekülkristalls hydrolysiert werden, während die Hydrolyse flüssigkristalliner
Membranen im wesentlichen isotrop verläuft. Die am freien Enzym gewonnenen
Erkenntnisse konnten dann in einem nächsten Schritt zur Entwicklung einer neuartigen
gerichteten Hydrolyse von Lipidmembranen genutzt werden, bei der mit der Spitze eines
Rasterkraftmikroskops gezielt Defekte in kristallin gepackten Membranen induziert
werden, und die Membranen dann durch das Enzym an Stellen mit diesen künstlichen
Packungsdefekten hydrolysiert wird. Auf diese Weise konnten künstliche Strukturen in
festkörpergestützten Membranen mit minimalen Strukturdurchmessern von bis zu 10 nm
erzeugt werden.
- Mit Hilfe von kraftspektroskopischen Untersuchungen an einzelnen DNA-Molekülen
konnte erstmals ein neuartiger kraftinduzierter Schmelzübergang, der je nach
Kraftladungsrate, Umgebungsbedingungen und DNA-Sequenz und Topologie zwischen
einigen Piconewton (pN) und etwa 300 pN stattfindet, nachgewiesen werden. Durch
Variation von Kraftladungsrate, Ionenstärke, Umgebungstemperatur und DNA-Sequenz
konnte gezeigt werden, daß die mechanische Energie die unter Gleichgewichtsbedingungen
bis zum kraftinduzierten Schmelzen in der DNA-Doppelhelix deponiert werden kann,
hervorragend mit der freien Basenpaarungsenthalpie ∆Gbp der entsprechenden DNA-
Sequenz unter den jeweiligen Umgebungsbedingungen übereinstimmt. Es konnte gezeigt
werden, daß sich mit Hilfe der Temperaturabhängigkeit der mechanischen Stabilität von
DNA die thermodynamischen Größen ∆Hbp und ∆Sbp von DNA direkt aus
Kraftexperimenten an einzelnen Molekülen bestimmen lassen. Schließlich konnten die
Basenpaarungskräfte von DNA erstmals sequenzspezifisch bestimmt werden. Die zum
reißverschlußartigen Aufbrechen einer GC-Basenpaarung nötigen Kräfte betragen demnach
20±3 pN, die zum Aufbrechen einer AT-Basenpaarung nötigen Kräfte 9±3 pN. Auch hier
konnte eine sehr gute Übereinstimmung der zum Aufbrechen der Basenpaarungen nötigen
mechanischen Energie mit der freien Basenpaarungsenthalpie ∆Gbp festgestellt werden.
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1 Einführung
Mit der Entwicklung von neuen experimentellen Techniken, die zum einen eine Ångstrøm
genaue Positionierung und zum anderen eine präzise Messung und Kontrolle der auftretenden
Wechselwirkungen erlauben, ist es einerseits möglich geworden, kleinste Strukturen bis hin zu
einzelnen Atomen mit höchster Auflösung zu vermessen und sie andererseits auch gezielt zu
verändern und aus ihren Bestandteilen neue Strukturen aufzubauen [1]. Besonders die
sogenannten Rastersondenverfahren [2, 3] haben sich in jüngster Zeit zunehmend von reinen
bildgebenden Mikroskopietechniken zu hoch präzisen Werkzeugen auf der atomaren und der
molekularen Längenskala entwickelt [4-6]. Mit Hilfe dieser Werkzeuge ist es möglich
geworden, eine Vielzahl von Materialien auf der Nanometer-Skala gezielt zu handhaben und zu
strukturieren [4, 5, 7-18] und so nicht nur der Miniaturisierung im technischen Bereich neue
Dimensionen zu eröffnen, sondern auch die physikalischen und chemischen Eigenschaften
dieser mesoskopischen Systeme im Grenzbereich zwischen klassischer Mechanik,
Quantenmechanik und statistischer Physik besser zu verstehen [19].
Während im technischen Bereich zur Strukturierung meist ein sogenannter top-down Ansatz
gewählt wird — d. h. aus makroskopischen Materialien immer kleinere Strukturen hergestellt
werden — bedient sich die Natur fast immer des sogenannten bottom-up Ansatzes: komplexe
Strukturen von molekularen Dimensionen bis hin zu vielzelligen Lebewesen werden direkt aus
ihren Grundbestandteilen, den einzelnen Atomen und kleinen molekularen Bausteinen,
aufgebaut. Der Versuch, so komplexe Gebilde, wie etwa einen vielzelligen Organismus oder
einen Mikrochip mit einigen Millionen Transistoren von unten herauf aus ihren atomaren und
molekularen Bestandteilen Stück für Stück aufzubauen, scheint wegen der Vielzahl der dazu
nötigen Schritte (» 1023) eine unlösbare Aufgabe. Die Natur bedient sich dazu jedoch einiger im
Prinzip einfacher und zugleich hocheffizienter Hilfsmittel, wie der molekularen Erkennung, der
darauf beruhenden Selbstorganisation und einer Vielzahl spezifischer molekularer Werkzeuge,
den Enzymen. So entstehen biologische Membranen beispielsweise im wesentlichen durch
Selbstorganisation aus ihren molekularen Bausteinen, den Lipiden. Nucleinsäuren erkennen
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selbständig komplementäre Sequenzen und Enzyme ihre Substrate. Die einzelnen molekularen
Bauelemente und Werkzeuge sind, anschaulich gesprochen, mit genügend Intelligenz
ausgestattet, um selbständig ihren Platz und ihre Aufgabe im Organismus zu finden. Das
ermöglicht ein in höchstem Maße paralleles Vorgehen beim Aufbau komplexer Strukturen1.
Parallel zu den Fortschritten auf dem Gebiet der Rastersondentechniken und der gezielten
Manipulation von Materie auf kleinster Skala, haben sich die Molekularbiologie und die darauf
beruhende Biotechnologie in den letzten Jahren zu mächtigen Werkzeugen entwickelt, die es
erlauben, gezielt in die Biosynthese einzugreifen und so neue intelligente molekulare Bausteine
und Werkzeuge herzustellen. Die molekularen Baustoff- und Werkzeugfabriken der Zelle
werden dabei quasi neu programmiert und gezielt zur Synthese bestimmter Substanzen
eingesetzt. So ist es z. B. mit Hilfe der Gentechnik möglich geworden, DNA und damit auch
Proteine gezielt zu verändern und zu vervielfältigen [22-25]. Es lassen sich für fast jede
Ausgangssubstanz hoch spezifische monoklonale Antikörper herstellen, die an diese Substanz
selektiv binden [26-28] und als Pharmaka, aber auch beim Nachweis des entsprechenden
Antigens, eine wichtige Rolle spielen [29]. Auch lassen sich mit Hilfe molekularbiologischer
Methoden inzwischen eine Vielzahl von Enzymen für bestimmte Aufgaben maßgeschneidert
herstellen [30]. Die Einsatzgebiete solcher Enzyme reichen dabei von medizinischen
Anwendungen [31] über den Abbau von Schadstoffen und Umweltgiften [32] bis zur Synthese
neuer biologisch abbaubarer Werkstoffe [33, 34]. Vor diesem Hintergrund scheint es
vielversprechend, die Möglichkeiten der Strukturierung und Manipulation im nanoskaligen
Bereich mit den Werkzeugen und Methoden der Biologie zu kombinieren, um so einerseits zu
einem besseren Verständnis der grundlegenden Mechanismen und Wechselwirkungen bei der
Selbstorganisation, der molekularen Erkennung und bei enzymatischen Prozessen zu gelangen,
und andererseits die biologischen Werkzeuge und Methoden für neue technische Anwendungen
nutzbar zu machen.
                                                
1 Beispiele für die Anwendung dieser Selbstorganisationsmechanismen sind die in Abschnitt 3 vorgestellten
Techniken zum Aufbau mono- und bimolekularer Filme mit wohldefinierter lateraler Struktur, die in Abschnitt 4
untersuchten Nanostrukturen in Lipiddoppelschichten, aber auch der Aufbau supramolekularer Strukturen aus
Polynucleinsäuren [20] und die in Anhang D vorgestellten DNA-Lipid-Komplexe. Auch die supramolekularen
Chemie bedient sich solcher Selbstorganisationsmechanismen zum Aufbau komplexer Strukturen und Makromoleküle
[21].
3
Zur Handhabung biologischer Systeme im molekularen oder nanoskaligen Bereich ist es
wichtig, unter nativen Bedingungen, also in wäßrigen Lösungen, arbeiten zu können und die
dabei auftretenden Kräfte präzise zu kontrollieren. Das Rasterkraftmikroskop [2] vereinigt
diese beiden Voraussetzungen in idealer Weise mit Ångstrøm genauer Positionierbarkeit und
einer atomar scharfen Sonde [35-41] und ist somit ideal zur Nanostrukturierung mit
biologischen Werkzeugen geeignet. Zusammen mit der Entwicklung von optischer und
magnetischer Pinzette, hat seine Entwicklung aber auch mechanische Experimente an einzelnen
Molekülen möglich gemacht, mit denen eine Vielzahl neuer Erkenntnisse sowohl über inter- als
auch intramolekulare Kräfte und Wechselwirkungen gewonnen werden konnte [6, 42]. So
wurden mit der sogenannten Einzelmolekül-Kraftspektroskopie erstmals die Bindungskräfte
von biologischen Rezeptor-Ligand-Systemen, die in der molekularen Erkennung eine zentrale
Rolle spielen untersucht [43-53]. Aber auch grundlegende physikalische Fragestellungen
konnten auf diese Weise erstmals aufgeklärt werden. So führten beispielsweise mechanische
Untersuchungen an einzelnen Polymeren, die über den durch entropische Rückstellkräfte
dominierten Kraftbereich hinaus gedehnt wurden, zu völlig neuen Modellen in der
Polymerphysik, die weit über die klassischen Polymermodelle hinaus gehen und auch
Bindungswinkeldeformationen und Konformationsübergänge berücksichtigen [54-61]. Ferner
geben derartige Einzelmolekülexperimente einen detaillierten Einblick in die Größe und Art der
Schwankungen wichtiger physikalischer Parameter einzelner Moleküle um deren statistische
Mittelwerte [62, 63], und selbst so elementare Fragestellungen, wie die nach der mechanischen
Belastbarkeit kovalenter Bindungen konnten mit derartigen Experimenten erstmals direkt
beantwortet werden [64].
Aufgrund ihrer zentralen Bedeutung für zahlreiche biologische, medizinische und
technologische Fragestellungen, galt den mechanischen Eigenschaften einzelner DNA-Moleküle
sowie den bei der DNA-Basenpaarung auftretenden Kräften und Wechselwirkungen von
Anfang an ein besonderes Interesse von Physikern und Biologen [62, 65-70]. So muß bei der
DNA-Transkription beispielsweise das Enzym RNA-Polymerase die DNA-Doppelhelix lokal
entwinden und die Basenpaare trennen, um die DNA abzulesen und sogenannte messenger-
RNA herzustellen [71-74], aus der dann mit Hilfe des genetischen Codes Proteine hergestellt
4
werden. Bei der Zellteilung muß die Doppelhelix sogar vollständig aufgetrennt werden [75].
Die Expression und Regulation bestimmter Gene, also die Frage, welches Protein wann
hergestellt werden soll, wird u. a. über die Torsionsspannung innerhalb bestimmter Bereiche
der DNA gesteuert [76]. Auch die Wirksamkeit vieler Krebsmedikamente, sogenannter
Cytostatica, beruht darauf, daß sie insbesondere die mechanische Stabilität von DNA
nachhaltig beeinflussen und so in die oben genannten Prozesse eingreifen [77-80]. Die zum
Aufbrechen der DNA-Doppelhelix nötigen Kräfte spielen aber auch bei zahlreichen
technischen Anwendungen, wie etwa Gentests oder Expressionsanalysen mit sogenannten
DNA-Chips  [81-85] oder dem oft vorgeschlagenen Sequenzieren von DNA durch
mechanisches Auseinanderziehen der Doppelhelix [86] eine wichtige Rolle. Ein grundlegendes
Verständnis der bei der DNA-Basenpaarung auftretenden Kräfte ist nicht zuletzt auch
unverzichtbare Voraussetzung, wenn man die hohe Spezifität bei gleichzeitig extrem hoher
Variabilität der molekularen Erkennung bei der DNA-Basenpaarung (4N mögliche
Kombinationen bei einem Strang mit N Basen) zum Aufbau hoch integrierter komplexer
Nanoarchitekturen aus dem Reagenzglas in einem parallelen bottom-up Ansatz nutzen möchte
[20, 87-95]. Das gilt insbesondere für die Abschätzung von deren Stabilität und für die
geeignete Wahl komplementärer Sequenzen und kohäsiver Enden, sowie für die Abschätzung
von Fehlerraten und Toleranzen der dabei eingesetzten Verfahren. Schließlich erfordert auch
die Beantwortung der Frage, ob sich komplementäre DNA-Stränge möglicherweise als
Koppler, etwa zur direkten Anbindung molekularer Werkzeuge an die Kraftmikroskopspitze,
einsetzten lassen eine genaue Kenntnis der bei der DNA-Basenpaarung auftretenden Kräfte
und Wechselwirkungen.
In dieser Arbeit werden zunächst selbstorganisierte Nanostrukturen in festkörpergestützten
biologischen Membranen untersucht. Am Beispiel des Enzyms Phospholipase A2 wird der
enzymatische Abbau solcher Membranen auf der Ebene einzelner Moleküle verfolgt, und in
einem nächsten Schritt wird diese Enzym zur gezielten Strukturierung von Membranen im
Nanometerbereich eingesetzt. Schließlich werden die mechanische Stabilität der DNA-
Doppelhelix sowie die Basenpaarungskräfte von DNA vor dem Hintergrund der oben
beschriebenen Fragestellungen eingehend untersucht.
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2 Rasterkraftmikroskopie
Das Rasterkraftmikroskop (engl. atomic force microscope, AFM) [2] gehört, wie auch das
Rastertunnelmikroskop [3] oder das optische Rasternahfeldmikroskop [96] zu den
Rastersondenmikroskopen, bei denen eine feine Sonde in das Nahfeld der zu untersuchenden
Probe gebracht wird und diese mittels mechanischer Stellelemente abgerastert wird. Im
Gegensatz zu anderen Mikroskopietechniken, wie Licht- oder Elektronenmikroskopie, bei
denen die maximal erreichbare Ortsauflösung durch die Wellenlänge der verwendeten Strahlung
begrenzt ist, macht man sich bei den Rastersondentechniken zunutze, daß die zur
Kontrastgebung verwendeten Nahfelder eine sehr starke Abstandsabhängigkeit aufweisen und
dadurch eine sehr hohe Ortsauflösung ermöglichen. Das bedeutet jedoch auch, daß die Sonde in
die unmittelbare Nähe des zu untersuchenden Objekts gebracht werden muß. Diese Techniken
eignen sich deshalb insbesondere für die Untersuchung von Grenzflächen. Da beim
Rasterkraftmikroskop, anders als beim Rastertunnelmikroskop Kräfte und nicht Ströme
gemessen werden, eignet es sich besonders gut zur Untersuchung biologischer Systeme unter
nativen Bedingungen [72, 97-101].
Zur Kontrastgebung dienen beim Rasterkraftmikroskop vor allem die Pauli-Abstoßung [102]
und die van-der-Waals Wechselwirkung [103]. Zusätzlich können auch noch elektrostatische,
magnetische oder chemische Bindungskräfte auftreten [103-105]. Das Meßprinzip beruht
darauf, daß eine scharfe Spitze, die am Ende einer weichen Blattfeder montiert ist, über eine
Oberfläche bewegt wird und dabei die Oberflächentopographie abtastet [104]. Die
Wechselwirkung zwischen Spitze und Probe führt zu einer Auslenkung der Blattfeder. Diese
Auslenkung wird dann in der Regel mit Hilfe eines Laserstrahls, der von der Rückseite der
Blattfeder reflektiert wird, eines sogenannten optischen Zeigers, verstärkt und mit einer
segmentierten Photodiode detektiert. Als Abtastnadeln werden meist Spitzen aus Silizium
oder Siliziumnitrid verwendet, die zusammen mit der Blattfeder aus einem Stück hergestellt
sind; man spricht deshalb auch von integrierten Spitzen (vgl. Anhang A). Die Differenz des
Photostroms zwischen beiden Segmenten ist dann für kleine Auslenkungen der Blattfeder
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direkt proportional zur Federauslenkung. Aus technischen Gründen wird die Spitze meist
nicht direkt bewegt, sondern die zu untersuchende Probe wird mittels eines Piezostellelements
relativ zur Spitze bewegt. Der schematische Aufbau eines Rasterkraftmikroskops ist in
Abbildung 2.1 gezeigt.
Laser Diode
segmentierte
Photo-Diode
x-y-z-Piezo
Probe
Linse
AAAAA
AAAAA
AAAAA
Blattfeder 
mit integrierter 
Spitze
Abbildung 2.1 Schematischer Aufbau eines Rasterkraftmikroskops: Die Probe wird mit Hilfe des
Piezostellelements abgerastert und die Auslenkung der Blattfeder mittels Lichtzeiger verstärkt und in
der positionsempfindlichen Photodiode detektiert.
Im einfachsten Fall wird die Probe zur Bildgewinnung in x- und y-Richtung abgerastert, die
Differenz des Photostroms von einem Meßrechner in Grauwerte umgesetzt und als
zweidimensionales Abbild der Probentopographie dargestellt. Es ist aber auch möglich mittels
einer Nachregelung die Probenhöhe so zu verändern, daß die Verbiegung der Blattfeder und
damit die Auflagekraft konstant bleibt. In diesem Fall gibt die Auslenkung des z-Piezos und
nicht die Verbiegung der Blattfeder die Probentopographie wieder. Seit seiner Einführung 1986
durch Binnig, Quate und Gerber [2] wurden die Einsatzbereiche des Rasterkraftmikroskops
durch eine Vielzahl neuer Betriebsmodi stetig erweitert. Eine Übersicht über die im Rahmen
dieser Arbeit verwendeten Betriebsmodi sowie deren Einsatzmöglichkeiten findet sich in
Anhang A.
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3 Festkörpergestützte Lipidmembranen
Lipide sind neben den Membranproteinen die Hauptbestandteile biologischer Membranen
[75]. Aufgrund ihres amphiphilen Aufbaus aus einer polaren und damit hydrophilen
Kopfgruppe und aliphatischen, hydrophoben Schwänzen bilden sie an Grenzflächen zwischen
hydrophilen und hydrophoben Medien, wie beispielsweise der Wasser-/Luft-Grenzfläche,
spontan Monoschichten und reduzieren so die Grenzflächenenergie γ [106]. Innerhalb eines
homogenen Mediums bilden sie je nach Medium und Konzentration spontan eine Vielzahl
komplexer selbstorganisierter Strukturen [107-111]. Neben der Wechselwirkung mit dem
Medium ist die Wechselwirkung der einzelnen Lipide untereinander dabei die treibende Kraft.
Der amphiphile Charakter der Lipide hat zur Folge, daß sich die hydrophilen Köpfe bevorzugt
nebeneinander anordnen; dasselbe gilt für die hydrophoben Schwänze. Geometrische
Überlegungen, wie z. B. der Platzbedarf von Kopf- und Schwanzgruppe entscheiden darüber,
ob planare oder gekrümmte Strukturen bevorzugt gebildet werden [103]. In wäßrigen Lösungen
bilden Lipide unter anderem spontan molekulare Doppelschichten aus [112-115], die
wesentlich für den Aufbau und die Struktur biologischer Membranen verantwortlich sind
[116]. Damit gehören Lipide zu den wichtigsten strukturbildenden Molekülen in biologischen
Systemen.
Neben den zum Teil sehr komplexen dreidimensionalen Strukturen, die Lipide in wäßrigen
Lösungen bilden können, steht bei vielen biologischen Fragestellungen die laterale Struktur der
Lipide innerhalb der Zellmembran im Vordergrund. Diese ist für zahlreiche biologische
Prozesse, wie die Zell-Zell Erkennung, die Funktion von Membranproteinen, oder das Binden
von Enzymen und anderen Stoffen an die Membran, aber auch die elektrischen sowie die
mechanischen Eigenschaften der Zellmembran von Bedeutung [117].
Zur Charakterisierung der lateralen Struktur von Lipidmembranen mit der
Rasterkraftmikroskopie, aber auch mit anderen Techniken, wie beispielsweise
Neutronendiffraktion oder Fluoreszenzmikroskopie, ist es meist nötig, die Lipiddoppelschicht
auf einem Festkörpersubstrat zu fixieren [118]. Um das zu erreichen, werden die Lipide
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entweder aus der Vesikelphase auf dem Substrat gespreitet, oder mittels einer Filmwaage auf
das Substrat übertragen.
3.1 Spreitung aus der Vesikelphase
Lipide bilden in der wäßrigen Phase unter geeigneten Bedingungen geschlossene Schalen aus
Lipiddoppelschichten, sogenannte Vesikel — gelegentlich auch als Liposomen bezeichnet
[112]. Bei der Spreitung aus der Vesikelphase, der sogenannten Vesikelfusion [119, 120] wird
eine Suspension aus Lipidvesikeln auf einem Festkörpersubstrat aufgebracht. Besteht
zwischen Substrat und Lipiden eine ausreichend starke attraktive Wechselwirkung — meist
genügt die van-der-Waals-Wechselwirkung — so lagern sich die Vesikel an der
Festkörperoberfläche an, werden dort flach gezogen und zerplatzen, so daß eine Lipidinsel auf
der Festkörperoberfläche zurück bleibt. Benachbarte Inseln können dann an den Rändern
miteinander fusionieren, bis schließlich die gesamte Festkörperoberfläche mit einer
Doppelschicht aus Lipiden bedeckt ist. Durch Aufheizen der Probe läßt sich die laterale
Beweglichkeit der Lipide auf dem Substrat erhöhen und so eine optimale Bedeckung der Probe
erreichen [121] (vgl. auch Anhang A, sowie Abbildung 3.1 und [122, 123]).
Substrat
Vesikel
Abbildung 3.1 Schematische Darstellung der Spreitung einer Lipiddoppelschicht aus der
Vesikelphase.
Der Vorteil der Vesikelfusion gegenüber anderen Techniken besteht neben der einfachen
Präparation darin, daß mit der Vesikelfusion hergestellte festkörpergestützte
Lipiddoppelschichten das Verhalten der Lipide in biologischen Membranen verhältnismäßig
gut widerspiegeln. Hingegen ist in mit der Filmwaage übertragenen Lipiddoppelschichten oft
die Struktur der entsprechenden Monoschichten eingefroren [124]. Diese kann sich
insbesondere in Mischsystemen deutlich von der Struktur einer entsprechenden
Doppelschicht in Wasser unterscheiden [125]. Der Nachteil der Vesikelfusion besteht aber
darin, daß kein direkter Einfluß auf die Packungsdichte der Lipide innerhalb der Doppelschicht
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möglich ist. Ferner finden sich meist deutlich mehr und größere Defekte, als in
Lipiddoppelschichten, die mit einer Beschichtungsfilmwaage übertragen wurden.
3.2 Filmwaagenbeschichtung
Die Filmwaagenbeschichtung beruht darauf, daß Lipide an der Wasser-/Luft-Grenzfläche
spontan Monoschichten bilden (siehe oben). Die Lipide in diesen Monoschichten können dann
mit einer beweglichen Barriere (vgl. Anhang A) soweit komprimiert werden, bis ihre
Packungsdichte der gewünschten Lipiddichte in der festkörpergestützten Probe entspricht
[126]. Zur Beschichtung mit jeweils einer Lipidmonolage wird das Festkörpersubstrat dann
durch die Wasser-/Luft-Grenzfläche getaucht. Dabei ist zu beachten, daß die Lipidmonoschicht
nur dann stabil auf das Substrat übertragen werden kann, wenn die hydrophilen Köpfe der
Lipide auf hydrophile Oberflächen und die hydrophobe Schwänze auf hydrophobe
Oberflächen übertragen werden. Deshalb wird eine hydrophile Festkörperoberfläche vom
Wasser aus, also von unten, durch die mit Lipiden bedeckte Wasser-/Luft-Grenzfläche bewegt.
Eine hydrophobe Oberfläche wird entsprechend von oben durch die Grenzfläche bewegt.
Durch das Übertragen einer Lipidmonolage wird aus einer hydrophilen Oberfläche eine
hydrophobe Oberfläche; das entsprechend Umgekehrte gilt für eine ursprünglich hydrophobe
Oberfläche (vgl. auch Abbildung 3.2). Nach einer ersten Beschichtung kann der Vorgang also in
umgekehrter Richtung wiederholt werden, um eine zweite Lipidschicht aufzubringen. Dieser
Prozeß kann dann im Prinzip beliebig oft wiederholt werden. Zur Beschichtung eines
hydrophilen Substrats mit einer Lipiddoppelschicht hat es sich in der Praxis als vorteilhaft
erwiesen, beim ersten Transfer das Substrat vertikal durch die Wasser-/Luft-Grenzfläche zu
ziehen, und es beim zweiten Transfer horizontal durch die Grenzfläche zu tauchen [127].
Ersteres wird auch als Langmuir-Blodgett-, letzteres als Langmuir-Schäfer- Methode
bezeichnet [126, 128-130].
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Abbildung 3.2 Übertrag einer Lipiddoppelschicht auf ein hydrophiles Substrat mit dem Langmuir-
Blodgett-Verfahren.
Mit Hilfe einer Filmwaage können aber nicht nur Monolagen amphiphiler Moleküle auf ein
Substrat übertragen werden, sondern es lassen sich auch zahlreiche Informationen über das
Packungsverhalten und die laterale Ordnung in der Monoschicht gewinnen [131]. Der
Transferdruck kann dann so gewählt werden, daß die Lipide beim Übertrag auf das Substrat in
einer gewünschten Konformation vorliegen (vgl. Anhang A).
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4 Strukturierung von Lipidmembranen auf der
Nanometer-Längenskala
4.1 Strukturbildung durch Selbstorganisation am Beispiel binärer
Lipidmischungen2
Lipide sind, wie bereits im letzten Abschnitt erwähnt, neben Membranproteinen die
wichtigsten Bestandteile biologischer Membranen. Membranen bestehen dabei in der Regel
nicht nur aus einer Sorte, sondern aus einer Vielzahl unterschiedlicher Lipide, die in der
Membran zu einer lateralen Strukturbildung führen. Für viele der Membranfunktionen, z. B.
bei der Zelladhäsion oder dem Aufbau eines Membranpotentials sind zwar Membranproteine
verantwortlich [75], aber die laterale Organisation der Lipide innerhalb der Membran aktiviert
und steuert zahlreiche Proteine und beeinflußt somit mittelbar die Funktionalität der Membran
[132-139]. Darüber hinaus hängen die dynamischen und mechanischen Eigenschaften der
Membran unmittelbar von der lateralen Struktur der Lipide ab [113, 140].
Mikrokalorimetrische Untersuchungen an Lipidmischungen haben gezeigt, daß diese durch die
reguläre Lösungstheorie beschrieben werden können [141, 142]. Zusammen mit Monte-Carlo
Simulationen [143] weisen sie darauf hin, daß es unter biologisch relevanten Bedingungen zur
Phasenseperation in Lipiddoppelschichten und damit zu Domänenbildung kommt. Obwohl
solche Domänen in Lipidmonoschichten mit optischen Methoden intensiv untersucht wurden
[109, 144-146] ist es bisher nicht gelungen, diese auch in den biologisch relevanteren
Lipiddoppelschichten direkt nachzuweisen und deren Größe und Struktur zu bestimmen.
Indirekte Untersuchungen legen jedoch nahe, daß die zu erwartenden Domänengrößen
unterhalb der optischen Auflösungsgrenze liegen [147-151]. Da jedoch bereits Domänen im
Nanometerbereich starken Einfluß auf die Funktionalität der Membran haben können [117],
                                                
2 In diesem Abschnitt wird die Strukturbildung auf der Nanometer-Längenskala exemplarisch an binären
Lipidmischungen untersucht. Weitere Beispiele zum selbstorganisierten Aufbau nanoskaliger Strukturen mit Hilfe von
Lipiden finden sich in Anhang D und E.
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liegt es nahe, Größe und Struktur dieser Domänen mit hochauflösenden Techniken, wie etwa
der Rasterkraftmikroskopie, aber auch der Neutronenbeugung [152, 153] zu untersuchen.
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Abbildung 4.1 Mittels Mikrokalorimetrie (DSC) aufgenommenes Phasendiagramm einer DPPC/DAPC-
Mischung (durchgezogene Linie u. Messpunkte) und einer DMPC/DSPC-Mischung (gestrichelte
Linie) in Wasser; entnommen aus [122]. Oben sind alle Lipide in der fluiden Phase (Lα), unten in der
Gel-Phase3 (Lβ). Dazwischen ist eine Mischungslücke zu erkennen, in der beide Phasen koexistieren.
Im Rahmen dieser Arbeit wurde die Domänenbildung bei den in biologischen Membranen
häufig vorkommenden Phosphatidylcholinen (PC) [75] untersucht. Dazu wurde eine
äquimolare binäre Mischung aus Dipalmitoyl-Phosphatidylcholin (DPPC) und Diarachinoyl-
Phosphatidylcholin (DAPC), die identische zwitterionische Kopfgruppen besitzen und sich
ausschließlich in der Länge ihrer hydrophoben Kohlenwasserstoffketten unterscheiden,
verwendet. Die Palmitinsäure von DPPC enthält 16 über Einfachbindungen miteinander
verbundene Kohlenstoffatome; die Arachidinsäure von DAPC enthält 20 einfach verbundene
Kohlenstoffatome [154] (siehe auch Anhang A). Bei einer Bindungslänge der C-C-
Einfachbindung von 1.54 Å und einem Bindungswinkel von ca. 110° ergibt das einen
Längenunterschied der hydrophoben Schwänze von 5.1 Å. Dieses sogenannte hydrophobe
                                                
3 Man spricht von der Gel-Phase (oder auch Lβ-Phase), wenn die hydrophoben Kohlenwasserstoffketten in einem
hexagonalen Gitter angeordnet sind. Der Übergang von der Gel-Phse in die lateral ungeordnete fluide Phase (auch
flüssig kristalline oder Lα-Phase genannt) wird auch als Kettenschmelz- oder Hauptphasenumwandlung bezeichnet.
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mismatch führt in Gegenwart von Wasser zu einer Randspannung entlang der DPPC/DAPC
Phasengrenze und damit dazu, daß sich Lipide gleicher Schwanzlänge zu Domänen
zusammenlagern. Andererseits sorgt die Entropie für eine möglichst gute Durchmischung
beider Lipide, so daß die Domänengröße im thermodynamischen Gleichgewicht durch das
Minimum der freien Enthalpie ∆G gegeben ist [155, 156]. Das Phasendiagramm der
DPPC/DAPC-Mischung (Abbildung 4.1) weist eine deutliche Mischungslücke auf, was ein
klarer Hinweis auf die Existenz zweier unterschiedlicher Phasen unterhalb der sogenannten
Liquiduslinie, also bei äquimolarer Mischung unterhalb von 61°C ist.
4.1.1 Rasterkraftmikroskopische Untersuchungen am DPPC/DAPC-
Mischsystem
Abbildung 4.2 A und B zeigen rasterkraftmikroskopische Aufnahmen einer
festkörpergestützten Lipiddoppelschicht aus DPPC und DAPC. Abbildung 4.2 C zeigt zum
Vergleich eine reine DAPC-Doppelschicht, die unter identischen Bedingungen wie die in A und
B gezeigte Lipiddoppelschicht hergestellt und mit dem Kraftmikroskop abgebildet wurde4. In
Abbildung 4.2 A und B sind deutliche getrennte helle und dunkle Bereiche zu erkennen, die im
wesentlichen zwei verschiedenen Höhenstufen entsprechen. Der Höhenunterschied beträgt
4.1±1 Å, die laterale Ausdehnung der Bereiche variiert zwischen 4 nm und 60 nm. In
Abbildung 4.2 C sind dagegen weder eine ausgeprägte Struktur noch Höhenstufen zu erkennen.
Die größten gemessenen Höhenunterschiede auf dieser Probe betragen nur etwa 1-2 Å und sind
damit deutlich niedriger, als die in Abbildung 4.2 A und B auftretenden Stufen von 4 Å.
Die Tatsache, daß der Höhenunterschied zwischen hellen und dunklen Bereichen etwa dem
theoretisch erwarteten Längenunterschied der beiden Lipide von 5 Å entspricht, sowie die
Tatsache, daß helle und dunkle Bereiche jeweils etwa 50% der untersuchten Oberflächen
ausfüllen, deutet darauf hin, daß es sich bei den Bereichen um Domänen handelt, in denen
jeweils eines der beiden Lipide in angereicherter Form vorliegt.
                                                
4 Alle in diesem Abschnitt gezeigten Lipiddoppelschichten wurden mittels Spreitung aus der Vesikelphase hergestellt
(vgl. auch Abschnitt 3.1 sowie Anhang A). Die Dicke der Lipidmembranen wurde am Rand des gezeigten
zusammenhängenden Membranausschnitts bestimmt. Der Höhenunterschied zum darunterliegenden Glimmersubstrat
beträgt 6,8 ± 0,2 nm. Das entspricht der zu erwartenden Dicke einer Lipiddoppelschicht [154, 157].
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Abbildung 4.2 (A, B) Kraftmikroskopabbildungen einer äquimolaren DPPC/DAPC-Doppelschicht auf
einem Glimmersubstrat in deionisiertem Wasser (25°C). Die hellen Bereiche entsprechen Domänen
aus DAPC, die dunklen Bereiche DPPC-Domänen. Der Höhenunterschied zwischen hellen und
dunklen Bereichen entspricht etwa 4 Å. Das in (A) eingefügte Bild zeigt die Differenz der
Fouriertransformierten von A und C. Ein dunkler Ring bei etwa (10 nm)-1 ist klar zu erkennen. (C)
Kraftmikroskopabbildung einer reinen DAPC-Doppelschicht. Hier beträgt die Oberflächenrauhigkeit
nur etwa 2 Å, die Abstufung der Grauwerte ist dieselbe wie in A u. B. (D) Die mittlere radiale Intensität
der Differenz der Fouriertransformierten aus A und C. Eine Gaußverteilung (durchgezogene Linie)
wurde an die Meßwerte (Kreuze) angepaßt, um so den mittleren Abstand zwischen gleichartigen
Domänen zu bestimmen. Alle Skalenbalken entsprechen 50 nm; die Grauwerte reichen von 0  nm
(schwarz) bis 0,9 nm(weiß). Abbildungsparameter: konstante Kraft (<0,2 nN), Scanraten 4-6 Hz.
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Kraftmikroskopbilder zu Hilfe genommen5. Das in Abbildung 4.2 A eingefügte Bild zeigt die
zweidimensionale Fouriertransformierte von Abbildung 4.2 A. Bei einer Periodizität von etwa
10 nm ist ein deutlich ausgeprägter Ring zu erkennen, der die regelmäßige Anordnung der
Domänen in der Lipiddoppelschicht widerspiegelt. Dies wird noch deutlicher, wenn man
anstatt der Fouriertransformierten die mittlere radiale Intensität der Fouriertransformierten als
Funktion der räumlichen Frequenz betrachtet (Abbildung 4.2 D). Bei 0,099 nm-1 ist ein
deutliches Maximum der Intensität zu erkennen. Das entspricht einer Wellenlänge und damit
einem mittleren Domänenabstand von 10,1 nm.
4.1.2 Vergleich mit Neutronendiffraktionsexperimenten6
Mikrokalorimetrische Untersuchungen (vgl. Abbildung 4.1) und Neutronenstreuexperimente
an einer binären Lipidmischung aus Dimyristoyl-Phosphatidylcholin (DMPC) und
Distearoyl-Phosphatidylcholin (DSPC) zeigen, daß auch dieses System entmischt und
Domänen im Nanometerbereich bildet. Beide Lipide gehören, wie DPPC und DAPC, zu den
Phosphatidylcholinen und weisen, wie DPPC und DAPC, einen Kettenlängenunterschied der
Fettsäurereste von vier Kohlenstoffatomen auf7.
                                                
5 Da die einzelnen Domänen hier so groß sind, daß selbst große Bildausschnitte, wie etwa der in Abbildung 4.2 A
gezeigte, nur relativ wenige Domänen zeigen und deshalb Randeffekte im langwelligen Bereich (Zentrum) der
Fouriertransformation auftreten und außerdem auch einkomponentige festkörpergestützte Lipiddoppelschichten, wie
die in C gezeigte, im langwelligen Bereich eine gewisse Oberflächenrauhigkeit zeigen, die nicht auf die
Phasenseparation der Lipide zurückzuführen ist, ist eine direkte Bestimmung des mittleren Domänenabstandes aus der
Fouriertransformierten nicht möglich. (Der letzte Punkt ist besonders dann wichtig, wenn man die Ergebnisse mit
denen anderer Techniken vergleichen möchte, die nicht die Oberflächentopographie, sondern direkt die
Lipidzusammen-setzung in der Membran messen – beispielsweise mittels Deuterierung einer Lipidsorte). Aus diesem
Grund wurde für die folgende Auswertung die Differenz der Fouriertransformierten der DPPC/DAPC-Mischung und
der Fouriertransformierten einer reinen DAPC-Doppelschicht verwendet (im weiteren Text als Fouriertransformierte
bezeichnet). Dabei wurde darauf geachtet, daß beide Abbildungen identische laterale Abmessungen haben und daß sie
eine einheitliche z-Skalierung aufweisen.
6 Die in diesem Abschnitt vorgestellten Neutronendiffraktionsexperimente, sowie die in Abbildung 4.1
zusammengefaßten mikrokalorimetrischen Untersuchungen am DPPC/DAPC-Mischsystem wurden von Dr. C. Gliss
(Technische Universität München) im Rahmen eines gemeinsamen Projekts mit Prof. Dr. T. Bayerl (Universität
Würzburg) durchgeführt.
7 Der Grund dafür, daß für die Neutronenstreuexperimente andere Lipide verwendet wurden, als für die
rasterkraftmikroskopischen Untersuchungen, liegt darin, daß sich im Laufe der Untersuchungen herausgestellt hat, daß
die Membran für kraftmikroskopische Untersuchungen möglichst vollständig in der Gel-Phase sein sollte, um das
System stabil mit dem Kraftmikroskop abbilden zu können und zu reproduzierbaren Ergebnissen zu gelangen. Zwar
lassen sich die lateralen Kräfte mit dem in Anhang A beschriebenen Tapping-Modus erheblich reduzieren; Aufgrund
der hohen Beweglichkeit der einzelnen Lipide in fluiden Bereichen der Membran konnten die Domänen jedoch nur in
der Gel-Phase reproduzierbar nachgewiesen werden. Eine Temperierung des Kraftmikroskops ist für derartige
Untersuchungen kaum möglich, da die ausgeübten Auflagekräfte unbedingt auf ein Minimum reduziert werden müssen
und die deshalb verwendeten weichen Blattfedern bei geringsten Temperaturschwankungen extrem driftanfällig sind.
Andererseits schien die DMPC/DSPC-Mischung ideal geeignet, um den gesamten Temperaturbereich des
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Abbildung 4.3 zeigt die Ergebnisse von Neutronendiffraktionsexperimenten an orientierten
äquimolaren DMPC/DSPC-D83 Multischichten
8 unter streifendem Einfall bei
unterschiedlichen Temperaturen (vgl. [122, 153] für experimentelle Details). Während
Kontrollexperimente an DMPC/DMPC-D54 Mischungen keine Maxima in der Streuintensität
aufweisen (Daten nicht gezeigt, vgl.[122]), zeigen die Messungen am DMPC/DSPC-D83
System ausgeprägte Maxima, die mit steigender Temperatur an Intensität verlieren. Die
Meßpunkte bei 10°C (Kreise) zeigen ein deutliches Maximum bei einer Korrelationslänge von
7,4 nm.
Abbildung 4.3 Ergebnisse der Neutronendiffraktion an orientierten DMPC/DSPC-D83 Multischichten.
Das Maximum entspricht der Korrelationslänge zwischen DSPC-D83 reichen Domänen; Abbildung
entnommen aus [153].
                                                                                                                                                        
Phasenübergangs mittels Neutronensteruung zu untersuchen. Aufgrund begrenzter Meßzeit konnten bisher keine
Neutronensteruuntersuchungen an DPPC/DAPC durchgeführt werden.
8 DSPC-D83 bezeichnet DSPC bei dem 83 Wasserstoffatome durch Deuterium substituiert wurden. Entsprechendes gilt
für DMPC-D54.
17
Ein Vergleich der Phasendiagramme der DPPC/DAPC- und der DMPC/DSPC-Mischungen
(Abbildung 4.1) zeigt, daß sich beide Mischsysteme in ihrem thermischen Verhalten zwar
durch einen Offset und die Skalierung der Temperaturachse unterscheiden, beide
Phasendiagramme bei entsprechend reduzierter Temperatur aber sehr ähnlich sind. Bei 10°C
befindet sich die DMPC/DSPC-Mischung klar unterhalb der Soliduslinie, das System ist also
vollständig in der Gel-Phase, so daß die Ergebnisse bei 10°C mit den kraftmikroskopischen
Untersuchungen an DPPC/DAPC bei Raumtemperatur vergleichbar sein sollten.
Mit einer Korrelationslänge von 7,4 Å sind die Neutronendiffraktionsdaten durchaus mit den
kraftmikroskopischen Ergebnissen vergleichbar. Dafür, daß die mittels Neutronendiffraktion an
DMPC/DSPC-D83 ermittelte Korrelationslänge dennoch etwa 25% unter der mit dem
Kraftmikroskop ermittelten Korrelationslänge bei DPPC/DAPC liegt, gibt es mehrere mögliche
Erklärungen. Zum einen sind beide untersuchten Systeme trotz aller Ähnlichkeit nicht
identisch. Auch Oberflächeneffekte aufgrund der Wechselwirkung mit dem Festkörpersubstrat
können nicht ausgeschlossen werden. Es bleibt auch festzuhalten, daß bei der
Kraftmikroskopie die Probentopographie gemessen wird, während die Neutronen aufgrund der
Deuterierung direkt die DSPC-Verteilung in der Doppelschicht messen. Schließlich wird mit
den Neutronen über einen großen Probenbereich von einigen Quadratmillimetern und auch über
mehrere übereinanderliegende Lipiddoppelschichten gemittelt, während mit dem
Kraftmikroskop immer nur Ausschnitte von unter einem Quadratmikrometer betrachtet
werden. Die direkte Ortsrauminformation ist aber auch einer der größten Vorteile der
kraftmikroskopischen Daten: während die Neutronendiffraktion sehr präzise Mittelwerte im
Fourierraum ergibt, liefert das Kraftmikroskop direkt Informationen über die Geometrie,
Topographie und Topologie der Probe. Es konnte gezeigt werden, daß die Domänen
keineswegs kreisförmig sind. Der Höhenunterschied von 4 Å legt die Vermutung nahe, daß die
Domänen auf beiden Seiten der Lipiddoppelschicht nicht stark miteinander korreliert sind.
Auch was die Topologie betrifft zeigen die Kraftmikroskopbilder keine über größere Bereiche
der Membran zusammenhängenden Domänen.
18
4.1.3 Vergleich mit anderen Methoden
Ein Vergleich mit weniger direkten Methoden zur Bestimmung der Nanostruktur binärer
Lipidmischungen [147-151] zeigt, daß die hier vorgestellten Ergebnisse im unteren Bereich der
bisher diskutierten Korrelationslängen (1-450 nm) liegen. Die Ursache dafür ist
möglicherweise, daß alle bisherigen Untersuchungen dynamische Parameter, wie etwa die
laterale Diffusion messen und daraus mit Hilfe von Modellannahmen die Domänengröße und
deren Korrelationslänge bestimmen. Die den Modellen zugrundeliegenden Annahmen hängen
jedoch auch stark von der Zeit- und Längenskala ab, auf der diese dynamischen Parameter
gemessen werden. Die Interpretation sowohl der Kraftmikroskopie- als auch der
Neutronendiffraktionsdaten ist dagegen weitgehend von Modellannahmen unabhängig.
Die bisher untersuchten Strukturen zeichnen sich u. a. dadurch aus, daß charakteristische
Größen, wie etwa der mittlere Domänenabstand über große räumliche und zeitliche Distanzen
konstant sind. Damit sind diese Strukturen Techniken wie der Neutronendiffraktion
zugänglich, die über große Raum- und Zeitintervalle mitteln und so sehr präzise Ergebnisse
liefern. Im folgenden Abschnitt werden dagegen dynamische Strukturbildungsprozesse
untersucht, die zu sehr viel weniger regelmäßigen Strukturen führen und sich damit mittelnden
Techniken entziehen. Hier sind folglich analytische Techniken mit hoher Orts-und
Zeitauflösung, wie beispielsweise die Rasterkraftmikroskopie nötig.
4.2 Strukturierung von biologischen Membranen mit Hilfe von
Enzymen9
Nanoskopische Strukturen in biologischen Membranen oder synthetischen
Lipiddoppelschichten entstehen nicht nur durch Selbstorganisationsprozesse, wie im letzten
Abschnitt beschrieben, sondern können auch aktiv, beispielsweise mit Hilfe von Enzymen
oder Rastersondenverfahren, erzeugt werden. Am Beispiel des Enzyms Phospholipase A2
                                                
9 Die in diesem Abschnitt vorgestellten Experimente wurden in Zusammenarbeit mit Prof. Dr. M. Grandbois (Univ. of
Missouri, Columbus, MO) durchgeführt.
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wird im folgenden der enzymatische Abbau verschiedener biologischer Modellmembranen
sowie deren gezielte Strukturierung mit Hilfe enzymatischer Werkzeuge untersucht.
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Abbildung 4.4 Hydrolyse von Dipalmitoyl-Phosphtidylcholin durch das Enzym Phospholipase A2.
Phospholipase A2 (PLA2) ist ein oberflächenaktives Enzym, welches die sn-2-Alkyl-
Esterbindung von sn-3-Glycero-Phospholipiden hydrolysiert und somit essentielle
Bestandteile der meisten biologischen Membranen katalytisch abbaut [75]. Als
Hydrolyseprodukte entstehen eine Fettsäure sowie ein Lyso-Phospholipid (vgl. Abbildung
4.4), die in der Regel in der wäßrigen Phase gelöst werden. Das Enzym PLA2 kommt in hoher
Konzentration in den meisten Schlangen- und Insektengiften, aber auch im Sekret der
Bauchspeicheldrüse vor, wo es für den enzymatischen Abbau von Zellmembranen
verantwortlich ist. Aufgrund seiner Rolle bei der zellulären Signalübertragung, insbesondere bei
Entzündungsreaktionen, ist die Wirkungsweise von PLA2 aber auch für zahlreiche
pharmazeutische Fragestellungen von Interesse. So beruht etwa die entzündungshemmende
Wirkung von Corticosteroiden, wie beispielsweise Cortison, im wesentlichen auf der
inhibitorischen Wirkung dieser Substanzen auf PLA2
10
 [75].
                                                
10 Die Freisetzung von Arachidonat durch PLA2 ist der erste Schritt in der Biosynthese zahlreicher lokaler Hormone,
sogenannter Mediatoren. Eine Reihe von Körperfunktionen, wie Schmerzempfinden, Zellproduktion- und Migration,
Körpertemperatur, Blutdruck, Bronchien- oder Gebärmutterkontraktion, Knochenstoffwechsel oder die Aktivität des
Immunsystems werden mittelbar von PLA2 beeinflußt [75, 158].
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Es ist seit längerem bekannt, daß die Aktivität von PLA2 an Membranoberflächen, wie
beispielsweise Lipidvesikeln, Lipidmonoschichten an der Wasser-/Luft-Grenzfläche oder
festkörpergestützten Lipiddoppelschichten sehr viel höher ist, als in isotropen
Lipiddispersionen. Weiterhin hängt die Enzymaktivität stark von den physikochemischen
Eigenschaften der Membran, wie etwa von der lateralen Struktur und der Packung der Lipide in
der Membran, ab [159, 160]. Eine besonders hohe Enzymaktivität konnte an gekrümmten
Membranen und Membranen in der Hauptphasenumwandlung beobachtet werden [137, 161-
165]. Insbesondere Epifluoreszenzmikroskopiestudien weisen ferner darauf hin, daß
möglicherweise Defekte in der Membran als Keime für deren enzymatische Hydrolyse dienen
könnten [166-169]. Allerdings reicht die mit Fluoreszenzmikroskopie erreichbare laterale
Auflösung nicht aus, um einen detaillierten Einblick in die Enzymaktivität auf der molekularen
Skala zu erhalten. Mit Hilfe der Rasterkraftmikroskopie läßt sich dagegen der Abbau einer
Phospholipidmembran durch PLA2 auf der molekularen Skala untersuchen: man kann den
Enzymen quasi bei der Arbeit zusehen [170]. Schließlich lassen sich mit der
Kraftmikroskopspitze künstlich Defekte in der Membran erzeugen, die als Angriffspunkte für
das Enzym dienen können, so daß an diesen Stellen der Membran eine gerichtete Hydrolyse
stattfindet [171].
4.2.1 Einzelne Moleküle bei der Arbeit: Enzymatischer Abbau von
Lipidmembranen durch Phospholipase A2
4.2.1.1 Abbau einer homogenen Lipidmembran
Um einen detaillierteren Einblick in die Hydrolyse einer Phospholipidmembran durch PLA2 zu
erhalten, wurde der enzymatische Abbau einer homogenen DPPC-Membran mit dem
Rasterkraftmikroskop verfolgt [170]. Dazu wurde zunächst eine homogene DPPC-
Doppelschicht mittels eines kombinierten Langmuir-Blodgett-/Langmuir-Schäfer-Verfahrens
[127] auf ein Glimmersubstrat übertragen.
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Abbildung 4.5 Rasterkraftmikroskop-Aufnahmen des enzymatischen Abbaus einer festkörperge-
stützten DPPC-Doppelschicht durch PLA2, (A) vor der Zugabe von PLA2, (B-L) nach der Zugabe von
PLA2. Pufferzusammensetzung: (A) 100 mM NaCl, 5 mM CaCl2, 10 mM Tris, pH 8,9; (B-L) selber
Puffer, mit 260 nM PLA2. Abbildungsparameter: konstante Kraft (<0,5 nN), EBD-Spitze (35 mN/m;
vgl. Anhang A), Scanrate 6,1 Hz, basislinienkorrigierte Rohdaten.
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Abbildung 4.6 (A) Höhenprofil entlang der in Abbildung 4.5 (A) eingezeichneten Linie. Die Tiefe der
Löcher ist 6,0 ± 0,2 nm, was der Dicke einer voll hydrierten DPPC-Doppelschicht entspricht. (B)
Höhenprofil entlang der in Abbildung 4.5 (G) eingezeichneten Linie. Die Höhe der Stufe (siehe Pfeile)
entspricht mit 1,5 ± 0,2 nm der Dicke einer intakten DPPC-Monoschicht mit einer Monolage der
Hydrolyseprodukte darauf.
Der Transferdruck wurde dabei mit 35 mN/m so gewählt, daß beide Monoschichten in der Gel-
Phase, also in einem hexagonal gepackten zweidimensionalen Gitter vorliegen (vgl. Anhang A).
Anschließend wurde die Membran durch Zugabe von PLA2 hydrolysiert und die Hydrolyse
der Membran mit dem Kraftmikroskop verfolgt.
Abbildung 4.5 A zeigt die Membran vor der Zugabe von Phospholipase. Die dunklen Bereiche
sind beim Transfer entstandene Löcher in der Membran, durch die das Festkörpersubstrat zu
erkennen ist. Die Tiefe der Löcher beträgt 6,0 ± 0,2 nm (vgl. Abbildung 4.6 A), was gut mit
den Strukturdaten von DPPC [37, 154, 157] übereinstimmt und zeigt, daß die Membran in der
Tat aus einer DPPC-Doppelschicht besteht. Bereits zwei Minuten nach der Zugabe von PLA2
(Abbildung 4.6 B) sind deutliche Gräben in der Membran zu erkennen. Da das Enzym die
kristalline Gel-Phase von DPPC nur äußerst schlecht hydrolysieren kann [163, 172], beginnen
die Gräben ausschließlich von den Rändern der Löcher her zu wachsen, wo die kristalline
Ordnung der Lipide aufgrund der Membrankrümmung stark gestört ist (vgl. auch Abbildung
4.7), während in den homogenen Bereichen, wo die Membran in der hexagonalen Gel-Phase
vorliegt, keine Hydrolyse der Membran beobachtet werden kann. Das liegt vermutlich daran,
daß das Enzym die Phospholipide zur Hydrolyse mehrere Ångstrøm aus der Membran heraus
ziehen muß, um an deren Glycerolrückgrat zu gelangen, wo sich die Schnittstelle von PLA2
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befindet [173, 174]. Für Lipide in der Gel-Phase ist die dazu benötigte Energie etwa um das
dreifache größer, als an Stellen, wo die kristalline Ordnung der Membran gestört ist, wie
beispielsweise an den Rändern der Lipiddoppelschicht, wo die Membran stark gekrümmt ist
[175-177].
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Abbildung 4.7 Schematische Darstellung der Lipiddoppelschicht und der Hydrolyse durch
Phospholipase.
Abbildung 4.8 A zeigt einen vergrößerten Ausschnitt von Abbildung 4.5 B, 2 Minuten nach
der Zugabe von PLA2. Die einzelnen Gräben, die die Membran von den Rändern der Defekte
her durchziehen, sind klar zu erkennen. Die Breite der Gräben beträgt 15 ± 5 nm. Über die
Tiefe der Gräben lassen sich dagegen aufgrund der Apertur der Kraftmikroskopspitze keine
Angaben machen. Es fällt auf, daß die Gräben im wesentlichen entlang von drei
Vorzugsrichtungen verlaufen. Betrachtet man beispielsweise die Winkel, die zwischen den
zahlreichen Richtungsänderungen und Verzweigungspunkten auftreten, so erhält man ein
ausgeprägtes Maximum der Winkelverteilung um 120° (vgl. Abbildung 4.8 B). Da die
Lipidmembran, wie bereits oben erwähnt wurde, hier hexagonal gepackt ist, liegt die
Vermutung nahe, daß das Enzym nicht nur Orte mit Packungsdefekten in der Membran
erkennt, sondern daß es die Membran auch bevorzugt entlang ihrer Hauptkristallachsen
hydrolysiert.
Da in den Rasterkraftmikroskopaufnahmen die Entstehung von Gräben definierter Breite und
Richtung zu beobachten ist, und die Membran nicht diffus von den Rändern her abgebaut wird,
stellt sich die Frage, ob die einzelnen Gräben von mehreren Enzymen gleichzeitig erzeugt
werden, oder ob sie der Aktivität einzelner Enzyme zugeordnet werden können. Ein erster
Hinweis darauf, daß es sich tatsächlich um die Aktivität einzelner Enzyme handeln könnte, ist
die Breite der Gräben von etwa 15 nm; das entspricht 22 Phospholipiden. Der Durchmesser
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von Phospholipase beträgt etwa 5 nm, und es ist aus kalorimetrischen Untersuchungen
bekannt, daß ein Enzym an seiner Bindungsstelle mit ungefähr 40 Phospholipiden
wechselwirkt.
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Abbildung 4.8 (A) Vergrößerung eines Ausschnitts von Abbildung 4.5 B. Die einzelnen Gräben, die
von den Rändern der Defekte her die Membran durchziehen sind deutlich zu erkennen. An
Verzweigungen oder bei Richtungsänderungen der Gräben treten ausschließlich Winkel von
annähernd 120° auf. (B) Schematische Darstellung der zweidimensionalen hexagonalen Ordnung von
DPPC in der Gel-Phase und Histogramm der in Abbildung 4.5 B an Verzweigungspunkten oder bei
Richtungsänderung der Gräben auftretenden Winkel.
Ein weiterer Hinweis darauf läßt sich aus der Anzahl der Startpunkte in Abbildung 4.5 B
erhalten. Wenn es sich bei den Gräben um das Werk einzelner Moleküle handelt, dann sollte
die Anzahl aller Startpunkte in Abbildung 4.5 B nicht wesentlich größer sein, als die Anzahl
der Phospholipasemoleküle, die aufgrund der Oberflächenbindungskonstante von PLA2 an der
Membran zu erwarten sind. Vergleicht man die Anzahl der Hydrolysestartpunkte entlang der
Defektlinien in Abbildung 4.5 B mit der Anzahl an Phospholipasemolekülen, die aufgrund der
Oberflächenbindungskonstante11  von 10-4 M [161, 178] in einem 25 nm breiten Ring um die
                                                
11 Die Oberflächenbindungskonstante von 10-4 M, sowie die Hydrolyserate von 230 Lipiden/s wurde an PLA2 aus
Schlangengift (z. B. Agkistrodon piscivorus oder Naja naja) bestimmt. Aufgrund des Artenschutzabkommens stehen
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Defekte an die Lipidmembran binden sollten, so zeigt sich, daß die tatsächliche Anzahl der
Startpunkte mit über 100 in Abbildung 4.5 B sogar etwas höher ist, als die 40 theoretisch
erwarteten Phospholipasemoleküle, die an die Ränder der Defekte binden sollten12. In
Abbildung 4.5 B sind also sogar mehr Hydrolysestartpunkte vorhanden, als man
Phospholipasemoleküle entlang der Membranränder erwarten würde. Das ist ein weiterer
Hinweis darauf, daß jeder Graben tatsächlich als Ergebnis der Aktivität eines einzelnen
Enzyms interpretiert werden kann. Betrachtet man ferner die Geschwindigkeit, mit der die
einzelnen Gräben wachsen, so ist diese mit etwa 88±30 Lipiden/s kleiner, aber von derselben
Größenordnung, wie die aus makroskopischen Experimenten bekannte Hydrolyserate von
PLA2 von 230 Lipiden/s pro Enzym [161, 178]. Auch das ist ein weiterer Hinweis darauf, daß
vermutlich nicht mehrere Moleküle, sondern nur ein einzelnes in jedem Graben aktiv ist.
Schließlich kann in Abbildung 4.5 C-F das parallele Wachstum zweier benachbarter Gräben
beobachtet werden (siehe Pfeile in Abbildung 4.5 C). Beide Gräben wachsen anfangs mit der
gleichen Geschwindigkeit (etwa 100 Lipide/s), bis das Wachstum des linken Grabens in
Abbildung 4.5 E plötzlich stoppt und nur der rechte Graben mit konstanter Geschwindigkeit
weiter wächst, bis er einen Bereich der Membran erreicht, der bereits hydrolysiert ist (vgl.
auch Abbildung 4.9 A). Die Tatsache, daß beide Gräben anfangs mit derselben
Geschwindigkeit wachsen, und einer dann abrupt stoppt, während der andere mit konstanter
Geschwindigkeit weiter wächst, deutet auf einen Alles-oder-Nichts Mechanismus hin, und legt
erneut den Schluß nahe, daß für die Entstehung jedes Grabens genau ein Phospholipasemolekül
verantwortlich ist.
Von Abbildung 4.5 E an zeigt sich dann ein veränderter Hydrolyseverlauf. Die Hydrolyse
verläuft deutlich langsamer  als in der Anfangsphase. Das ist in Abbildung 4.9 B verdeutlicht:
während in den ersten 9 Minuten der hydrolysierte Anteil an der Membran exponentiell
anwächst, was sich mit der zunehmenden Fragmentierung der Membran und der damit stark
                                                                                                                                                        
die meisten dieser Quellen heute jedoch nicht mehr zur Verfügung, so daß für die vorliegenden Experimente Bienengift-
PLA2 verwendet wurde, was zu geringfügigen Abweichungen von diesen Literaturwerten führen kann.
12 Dabei stellen die 25 nm bereits eine obere Schranke für die Breite des den Enzymen zugänglichen Bereichs entlang
der Defektlinien dar.
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anwachsenden Anzahl an Angriffspunkten für die enzymatische Reaktion erklären läßt, nimmt
die Hydrolysegeschwindigkeit danach deutlich ab. Es fällt auf, daß die Fragmentierung der
Membran nach 9 Minuten, also etwa ab Abbildung 4.5 E deutlich zurückgeht, und viele der bis
dahin entstandenen Gräben wieder ausheilen. Auch nehmen die Ränder der Membran wieder
deutlich rundere Formen an, was darauf schließen läßt, daß möglicherweise ein Teil der
Hydrolyseprodukte in der Membran solubilisiert wurde, was zu einem langsamen Aufweichen
der Membran geführt haben könnte. Die Randspannung könnte dann zusammen mit der
höheren lateralen Beweglichkeit der Lipide zum Ausheilen der Gräben geführt haben.
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Abbildung 4.9 (A) Längenwachstum der beiden parallel verlaufenden Gräben im Abbildung 4.5 C-G.
(B) Hydrolysierter Anteil der DPPC-Membran als Funktion der Zeit. Jeder Datenpunkt entspricht einem
Bild aus Abbildung 4.5. Die zunächst exponentiell zunehmende Hydrolyse der Membran verlangsamt
sich nach 9 Minuten deutlich.
Ab etwa Abbildung 4.5 D fällt ferner das Entstehen eines Randes um die noch intakte DPPC-
Doppelschicht herum auf. Der Höhenunterschied zwischen der intakten DPPC-Doppelschicht
und dem etwas dunkleren Rand beträgt 1,5 ± 0,2 nm (vgl. Abbildung 4.6 B). Das entspricht
etwa dem Höhenunterschied, den man zwischen einer DPPC-Monoschicht und einer
Monoschicht aus Hydrolyseprodukten erwartet und legt die Vermutung nahe, daß es sich bei
den Rändern um eine untere Monolage aus DPPC handelt, auf der sich dann eine Monoschicht
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aus Hydrolyseprodukten befindet13. Da die untere DPPC-Monoschicht aus sterischen
Gründen nicht direkt vom Enzym hydrolysiert werden kann, sondern die Lipide zur
Hydrolyse erst in die obere DPPC-Monoschicht gelangen müssen, liegt der Schluß nahe, daß
die obere Lipidmonolage anfangs sehr viel schneller hydrolysiert wird, als die Lipide aus der
unteren Monolage nach oben „nachrücken“ können. Erst ganz am Schluß, ab Abbildung 4.5 J,
wird die Hydrolyse insgesamt langsamer, als das „Nachrücken“ der Lipide aus der unteren
Monoschicht, und der Rand um die noch intakte DPPC-Doppelschicht nimmt allmählich
wieder ab. Diese Interpretation konnte mit Hilfe von Experimenten mit langkettigeren Lipiden,
wie z. B. Diarachinoyl-Phospatidylcholin (DAPC) oder Dibehenoyl-Phospatidylcholin
(DBPC) bestätigt werden. Beim enzymatischen Abbau von festkörpergestützen DAPC- oder
DBPC-Doppelschichten, bei denen das „Nachrücken“ von Lipiden aus der unteren Monolage
deutlich langsamer vor sich gehen sollte als bei DPPC, bleiben diese Randbereiche über sehr
lange Zeiträume stabil und werden von PLA2 praktisch nicht abgebaut (Daten nicht gezeigt).
Zusammenfassend läßt sich festhalten, daß das Enzym PLA2 eine DPPC-Doppelschicht
ausschließlich von bereits vorhandenen Defekten her entlang der Kristallachsen der
Lipidmembran abbaut und daß die dabei entstehenden Gräben von wenigen Nanometern
Durchmesser mit großer Wahrscheinlichkeit auf die Aktivität einzelner Phospholipasemoleküle
zurückgeführt werden können.
4.2.1.2 Abbau einer heterogenen Lipidmembran
Wie bereits im letzten Abschnitt diskutiert wurde, hängt die Aktivität von PLA2 stark von den
physikochemischen Eigenschaften der Membran, wie etwa der kristallinen Packung der Lipide
oder der Membrankrümmung ab. Defekte und Inhomogenitäten spielen also eine wichtige Rolle
als Startpunkte für den enzymatischen Abbau der Membran. Die Membran besitzt in der
Hauptphasenumwandlung, also im Koexistenzbereich zwischen fluider und kristalliner Phase,
                                                
13  Aufgrund der hydrophoben Wechselwirkung wäre die Grenzflächenenergie sehr hoch, wenn die hydrophoben
Kohlenwasserstoffketten der unteren DPPC-Monolage direkt mit der Pufferlösung in Kontakt wären. Eine
Adsorbatschicht aus den amphiphilen Hydrolyseprodukten kann diese Grenzflächenenergie jedoch deutlich absenken.
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ein Maximum an Heterogenität. Makroskopische Untersuchungen zeigen, daß PLA2 dort ein
Maximum an Aktivität aufweist[137, 161-165]. Um den Zusammenhang zwischen
Membranheterogenität und Enzymaktivität genauer zu beleuchten, wird im folgenden der
enzymatische Abbau von Membranen, die im Koexistenzbereich dieser Umwandlung auf ein
Festkörpersubstrat übertragen wurden, untersucht.
Betrachtet man eine DPPC-Doppelschicht, die in der Hauptphasenumwandlung bei einem
Transferdruck von etwa 10 mN/m mittels Langmuir-Blodgett-Technik auf ein Glimmersubstrat
übertragen wurde, so fällt auf, daß in der Membran zwei deutlich zu unterscheidende Bereiche
zu erkennen sind. Die Membran besteht zum einen aus einige Mikrometer großen
zusammenhängenden Bereichen, in denen kaum größere Defekte zu erkennen sind, während die
sie umgebenden Bereiche der Membran eine Vielzahl von Defekten unterschiedlicher Größe
aufweisen. Ferner sind die defektfreien Bereiche von einem klar erkennbaren Rand umgeben, in
dem offensichtlich keine Lipide vorhanden sind. Vermutlich entsprechen die defektfreien
Bereiche kristallinen Domänen in der Membran, während die sie umgebenden Bereiche
wahrscheinlich ursprünglich fluide Bereiche sind. Die genaue Struktur der Membran in den
heterogenen Bereichen konnte im Rahmen dieser Arbeit nicht aufgeklärt werden, aber
vermutlich handelt es sich um Bereiche, die an der Wasser-/Luft-Grenzfläche in der fluiden
Phase vorlagen und sich beim Transfer zumindest teilweise zusammengezogen haben, was zur
Entstehung der zahlreichen Defekte geführt haben könnte. Ob die Lipide jedoch lokal in der
fluiden Phase vorliegen oder in einer kristallinen Ordnung ist nicht klar.
Etwa 30 Sekunden nach der Zugabe von PLA2 sind die heterogene Bereiche der Membran
vollständig von etwa 30-50 nm breiten Gräben durchzogen, während die homogenen Bereiche
langsam von den Rändern her abgebaut werden. Analog zu der im letzten Abschnitt
beschriebenen Hydrolyse einer DPPC-Membran in der Gel-Phase entstehen zahlreiche einige
10 nm breite Gräben an den Rändern der homogenen Phase. Im weiteren Verlauf der
Hydrolyse werden heterogene Membranbereiche schnell vollständig abgebaut, während die
Hydrolyse der homogenen Membranbereiche analog zu der im vorigen Abschnitt
beschriebenen Hydrolyse homogener Membranen in der Gel-Phase verläuft (Daten nicht
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gezeigt). Es zeigt sich also, daß auch auf der molekularen Längenskala heterogene Bereiche der
Membran wesentlich schneller von PLA2 abgebaut werden als homogene Membranbereiche
14.
0 nm 7.5 nm
Abbildung 4.10 Abbau einer DPPC-Doppelschicht, die im Koexistenzbereich der Hauptphasenum-
wandlung (γ≈5 mN/m) auf ein Glimmersubstrat übertragen wurde, durch PLA2; likns vor und rechts
30 s nach der Zugabe von1,3 µM PLA2. Pufferzusammensetzung: 100 mM NaCl, 5 mM CaCl2,
10 mM Tris, pH 8,9. Abbildungsparameter: konstante Kraft (<0,5 nN), Scanrate 6,1 Hz,
basislinienkorregierte Rohdaten.
4.2.2 Enzymverstärkte Nanostrukturierung
Mit dem Rasterkraftmikroskop hat man nicht nur ein Werkzeug zur Verfügung, welches es
ermöglicht, biologische Prozesse, wie die Hydrolyse einer Lipidmembran durch
Phospholipase, auf der molekularen Skala zu untersuchen, sondern das Kraftmikroskop
erlaubt auch das gezielte Ausüben von Kräften im Bereich von pN und die gezielte
Adressierung von Substraten im Nanometerbereich. Es ist also möglich, mit dem
Kraftmikroskop durch das Ausüben einer Kraft gezielt lokale Defekte in biologischen
                                                
14 Das konnte auch an Membranen aus einer äquimolaren Mischung aus DPPC und DAPC, die wie in Abschnitt 4.1
beschrieben, in etwa 10 nm große Domänen phasensepariert, bestätigt werden. Während der Hydrolyse entstehen
überall in der Membran Löcher von der Größe der Lipid-Domänen und die Membran wird sehr schnell abgebaut. Eine
genaue Zuordnung der Löcher zu diesen extrem kleinen Domänen ist jedoch aufgrund lateraler Drift bei der Zugabe von
PLA2 und der extrem schnellen Hydrolyse selbst bei geringer PLA2 Konzentration kaum möglich.
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Membranen zu erzeugen, die dann als Angriffspunkte für enzymatische Werkzeuge, wie
Phospholipase, dienen können. Die im Abschnitt 4.2.1 beschriebenen Experimente zeigen
eindeutig, daß heterogene Lipidmembranen nicht nur sehr viel schneller von PLA2 hydrolysiert
werden als homogene Membranen, sondern sie zeigen auch, daß eine homogene Membran in
der Gel-Phase ausschließlich von den Rändern der Membran oder von Defekten her
hydrolysiert wird15. Aus diesem Grund sollte es möglich sein, eine kristallin gepackte
Membran gezielt an den Stellen abzubauen, wo zuvor Defekte mit der Kraftmikroskopspitze
induziert wurden (vgl. Abbildung 4.11 A).
Abbildung 4.11 B zeigt eine Rasterkraftmikroskopaufnahme einer festkörpergestützten
DPPC-Membran, in die mit Hilfe von PLA2 drei parallel Linien geschrieben wurden. Dazu
wurde die Kraftmikroskopspitze in Gegenwart von PLA2 mit einer Auflagekraft von 9±3 nN
und einer Rastergeschwindigkeit von 1 Hz für die linke Linie, 14 Hz für die mittlere bzw.
24 Hz für die rechte Linie für einige Minuten entlang der Linien hin und her bewegt. Die Linien
wurden nacheinander von links nach rechts erzeugt. Nach Fertigstellung jeder Linie wurde die
Auflagekraft auf unter 1 nN verringert und die Probe mit einer Rate von 6 Hz senkrecht zu den
Linien abgerastert, um so ein Bild von der Probe zu erhalten. Die Breite der drei Linien in
Abbildung 4.11 B beträgt von links nach rechts 29 ± 6 nm, 22 ± 9 nm bzw. 11 ± 5 nm.
Offensichtlich nimmt die Breite der Linien mit zunehmender Rasterfrequenz beim Schreiben
der Linien ab. Eine mögliche Ursache dafür könnte in der geringeren lateralen Drift der Probe
bei einem schnelleren und damit auch kürzeren Herstellungsprozeß sein. Aber auch die Zeit,
die ein einzelnes Enzym an die Membran gebunden ist, bevor es von der
Kraftmikroskopspitze erneut gestreift und wegen der hohen Auflagekraft möglicherweise
wieder von der Membran abgelöst wird, könnte einen Einfluß auf die Breite der Linien habe.
Da die drei Linien nacheinander geschrieben wurden, besteht schließlich auch noch die
Möglichkeit, daß die Ränder der fertigen Linien als Angriffspunkte für die weitere Hydrolyse
der Membran dienen, während die jeweils nächste Linie geschrieben wird. Ein Vergleich mit
                                                
15 Im Gegensatz zu vielen makroskopischen Experimenten, die nur zeigen, daß auch eine homogene Membranen in der
Gel-Phase langsam hydrolysiert werden kann, zeigen diese Experimente auch, wo die Membran hydrolysiert wird,
nämlich ausschließlich an den besagten Rändern und Defekten.
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Kraftmikroskopabbildungen der Probe, die jeweils unmittelbar nach der Fertigstellung der
linken bzw. der mittleren Linie aufgenommen wurden (Daten nicht gezeigt), zeigt jedoch, daß
die ersten beiden Linien sich im Laufe der weiteren Oberflächenmodifizierung um nur etwa
2 nm verbreitert haben, während die mit 1 Hz erzeugte linke Linie etwa 18 nm breiter ist, als
die mit 24 Hz erzeugte rechte Linie, so daß in der Tat die unterschiedlichen
Rastergeschwindigkeiten beim Schreiben der Linien als Ursache für die unterschiedlichen
Linienbreiten angesehen werden können16.
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Abbildung 4.11 (A) Kraftinduzierter enzymatischer Abbau einer Lipidmembran. (B) Rasterkraft-
mikroskopaufnahme einer festkörpergestützten DPPC-Doppelschicht, in die drei parallele Linien mit
Hilfe von PLA2 geschrieben wurden. Die Linien wurden dazu in Gegenwart von 30 nM PLA2, 100 mM
NaCl, 5 mM CaCl2 und 10 mM Tris (pH 8,9) bei einer Auflagekraft von 9 ±3 nN und Rasterfrequenzen
von 1 Hz (linke Linie), 14 Hz (mittlere Linie) und 24 Hz (rechte Linie) mehrfach abgerastert.
Mit der hier vorgestellten Strukturierungsmethode ist es nicht nur möglich, die lateralen
Dimensionen der in der Membran erzeugten Strukturen bis in den Nanometerbereich genau zu
kontrollieren, sondern auch die Tiefe der Strukturen über die Auflagekraft beim Strukturieren
zu steuern. Abbildung 4.12 zeigt zwei DPPC-Doppelschichten, die mit unterschiedlichen
Auflagekräften strukturiert wurden. Während die Strukturierung in Abbildung 4.12 A mit einer
Auflagekraft von 5 ± 3 nN durchgeführt wurde, betrug die zur Strukturierung von Abbildung
4.12 B verwendete Auflagekraft 12 ± 3 nN. Im Höhenprofil von Abbildung 4.12 A zeigt sich,
                                                
16 Der Driftbeitrag ist dabei schwer abzuschätzen, da der hier verwendete Aufbau (Nanoscope IIIa, J-Scanner) keine
unabhängige (z. B. kapazitive) Abstandsmessung erlaubt, und die Piezos bei plötzlichen Änderungen des
Scanbereichs, wie sie beim Umschalten vom Strukturieren zum Abbilden vorkommen, eine gewisse Trägheit aufweisen.
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daß die mit etwa 5 nN erzeugte Struktur nur etwa 1,5 - 1,6 nm tief ist, was genau dem in
Abschnitt 4.2.1 diskutierten Höhenunterschied zwischen einer DPPC-Doppelschicht und
einer DPPC-Monolage mit einer Monoschicht aus Hydrolyseprodukten darauf  entspricht.
Die mit 12 nN erzeugte Struktur ist dagegen 6,0 ± 0,5 nm tief, was genau der Dicke einer
hydrierten DPPC-Doppelschicht entspricht [154]. Bei Auflagekräften um 5 nN werden also
ausschließlich Defekte in der oberen Lipid-Monolage der Membran erzeugt, während bei
Auflagekräften um 12 nN auch Lipide aus der unteren Monolage enzymatisch hydrolysiert
werden können. Die untere Lipid-Monolage wird also bei Kräften um die 12 nN so stark
gestört, daß die Lipidköpfe samt Glycerolrückgrat für das Enzym zugänglich sind.
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Abbildung 4.12 Kraftmikroskopaufnahmen sowie Höhenprofile von zwei DPPC-Doppelschichten, die
mit unterschiedlichen Auflagekräften mit Hilfe von PLA2 strukturiert wurden. Die Bedingungen
während der Strukturierung waren: (A) 5 ± 3 nN Auflagekraft, 50 nM PLA2, 100 mM NaCl, 5 mM
CaCl2, 10 mM Tris (pH 8,9); (B) 12 ± 3 nN Auflagekraft, 130 nM PLA2, 100 mM NaCl, 5 mM CaCl2,
10 mM Tris (pH 8,9).
Ein wichtiger Unterschied zwischen der hier vorgestellten Strukturierungsmethode und der
Strukturierung von Lipidmembranen ohne Enzyme, bei der die Lipide einfach mit der
Kraftmikroskopspitze mit einer hohen Auflagekraft in der Membran verschoben werden [179,
180], besteht darin, daß die Lipide bei der hier vorgestellten Methode durch die enzymatische
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Reaktion tatsächlich aus der Membran entfernt werden, während sie ohne enzymatische
Hydrolyse aufgrund ihrer starken Affinität zur Membran lediglich lateral in der Membran
verschoben und nicht in der wäßrigen Phase gelöst werden. Dadurch lassen sich Strukturen von
wenigen Nanometer Durchmesser sehr präzise erzeugen. Ferner lassen sich, wie in Abbildung
4.11 B gezeigt, beispielsweise parallele Linien erzeugen, während ohne die enzymatische
Hydrolyse bereits fertiggestellte Strukturen leicht wieder mit Lipiden aufgefüllt werden, sobald
in deren Nachbarschaft neue Strukturen erzeugt werden.
Zusammenfassend läßt sich festhalten, daß mit der hier vorgestellten Strukturierungsmethode
prinzipiell sowohl natürliche, als auch synthetische Lipidmembranen strukturiert werden
können. Außerdem könnten die erzeugten Strukturen auch als Masken für eine weitere
Oberflächenmodifikation, beispielsweise mit anderen Enzymen oder mit Hilfe
elektrochemischer Prozesse dienen [181, 182]. Anschließend lassen sich die verbleibenden
Phospholipide einfach mit einer hohen Konzentration an Phospholipase oder mit Detergenzien
von der Oberfläche entfernen.
Möchte man mit dieser Technik sehr komplexe Oberflächenstrukturen erzeugen, so ist die
unkontrollierte Hydrolyse der Membran an bereits strukturierten Stellen ein Problem, da
prinzipiell die Ränder sämtlicher bereits erzeugter Strukturen als Angriffspunkte für das
Enzym und damit als Startpunkte für eine weitere, unkontrollierte Hydrolyse der Membran
dienen können. Das ließe sich z. B. dadurch umgehen, daß das für die Aktivierung den Enzyms
notwendige Kalzium nur lokal in der unmittelbaren Umgebung der Kraftmikroskopspitze aus
sogenannten Caged Calcium Compounds freigesetzt würde. Sehr viel naheliegender ist es
jedoch, das Enzym über eine kovalente Ankopplung direkt an die Kraftmikroskopspitze zu
binden und das Enzym so direkt mit den mechanischen Stellelementen des Kraftmikroskops
zu positionieren. Erste Experimente in diese Richtung haben jedoch gezeigt, daß die dazu
entwickelten kovalenten Ankopplungsprotokolle zwar grundsätzlich funktionieren, und daß
die so angebunden Enzyme auch nach wie vor enzymatische Aktivität zeigen (vgl. Anhang A).
Es zeigte sich aber auch, daß nur ein Teil der Enzyme tatsächlich kovalent an die
Kraftmikroskopspitze gebunden ist und daß der Anteil lediglich physisorbierter Enzyme sich
ablösen und nach wie vor zu einer unkontrollierten Hydrolyse der Membran führen kann. Um
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das zu vermeiden, ist eine spezifische Ankopplung des Enzyms nötig, die die unspezifische
Adsorption von Enzymen an die Spitze von vorne herein ausschließt. Um die Funktionalität
der Enzyme bei der Anbindung an die Kraftmikroskopspitze zu erhalten, ist es ferner nötig,
deren Beweglichkeit soweit zu erhalten, daß diese mit ihrer Bindungstasche an das Substrat
binden können [173]. Um das zu gewährleisten, ist ein flexibler Koppler von einigen nm Länge
zwischen Spitze und Enzym nötig. Nicht zuletzt wäre es auch von Vorteil, wenn die
Anbindung an die Spitze auch noch reversibel und schaltbar ist, so daß das Enzym bei Bedarf
leicht gegen ein anderes ausgetauscht werden kann.
Ein möglicher Koppler, der zugleich hoch spezifisch, flexibel und über die Temperatur
reversibel schaltbar ist, ist DNA. Um geeignete DNA-Sequenzen zu bestimmen, ist es jedoch
zunächst nötig, die bei der DNA-Basenpaarung auftretenden Kräfte sowie die mechanische
Belastbarkeit der DNA-Doppelhelix in Abhängigkeit von deren Sequenz, der Temperatur und
anderer äußerer Parameter zu kennen. So beträgt die Bindungskraft von PLA2 an ein
Lipidsubstrat zwischen 20 pN und 30  pN (vgl. Anhang A). Ein geeigneter DNA-Koppler
sollte daher in diesem Kraftbereich mechanisch stabil sein. Erste mechanische Experimente an
DNA lieferten z. T. äußerst widersprüchliche Ergebnisse und lassen zahlreiche Punkte, wie
etwa die Temperaturabhängigkeit ganz offen [69, 70, 183], so daß eine gründliche
Untersuchung dieser Fragen mit Hilfe der Einzelmolekül-Kraftspektroskopie eine nötige
Voraussetzung für den Einsatz von DNA als schaltbarem molekularem Koppler ist. Darüber
hinaus ist eine genaue Kenntnis der Stabilität der DNA-Doppelhelix und der
Basenpaarungskräfte auch eine wichtige Voraussetzung zum Aufbau stabiler DNA-
Nanostrukturen (vgl. Abschnitt 1).
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5 Kraftspektroskopie
Neue experimentelle Techniken, die eine präzise Kontrolle und Messung von Kräften im
Piconewton-Bereich und die Adressierung einzelner Moleküle erlauben, haben in jüngster Zeit
erstmals mechanische Experimente mit einzelnen Molekülen ermöglicht. Mit Hilfe derartiger
Einzelmolekülexperimente konnte innerhalb kürzester Zeit eine Vielzahl von Fragen zu intra-
und intermolekularen Kräften und Wechselwirkungen aufgeklärt werden, die bis dahin
experimentell nicht zugänglich waren (vgl. auch Abschnitt 1). Das zugängliche Kraftfenster
reicht dabei von entropisch getriebenen Kräften [62, 184] über Konformationsänderungen in
Polymeren oder Proteinen [6, 42, 54-56, 185-187] und den Kräften in der molekularen
Erkennung [43-53] bis hin zur Abrißkraft kovalenter Bindungen [64, 188].
Die am häufigsten eingesetzten Kraftsensoren sind magnetische Mikropartikel [62, 189, 190],
Mikropipetten [52, 191], optische Fasern [192], optische Pinzetten [193] und nicht zuletzt
das Rasterkraftmikroskop [194]. Die derzeit mit speziell dafür entwickelten
Kraftmikroskopen erzielbare Kraftauflösung (<3 pN) ist etwa zwei Größenordnungen über der
von magnetischen Partikeln und etwa eine Größenordnung über der von optischen Pinzetten.
Dafür steht mit dem Kraftmikroskop jedoch ein Instrument zur Verfügung, mit dem das
gesamte für molekulare Wechselwirkungen relevante Kraftspektrum von thermischen
Fluktuationen – wenige Piconewton17 [195] – bis hin zu kovalenten Bindungskräften – einige
Nanonewton [64, 188] zugänglich ist. Ferner ermöglicht das Kraftmikroskops die Handhabung
extrem kurzer Moleküle, die anders nur schwer adressiert werden können. Im Rahmen dieser
Arbeit hat sich herausgestellt, daß es insbesondere zur mechanischen Charakterisierung der
Stabilität von DNA erforderlich ist, den gesamten Kraftbereich von wenigen Piconewton bis
zu mehreren hundert Piconewton untersuchen zu können.
                                                
17 Das Produkt aus Bolzmannkonstante und Temperatur kBT entspricht bei Raumtemperatur etwa 4,1 pN·nm, so daß
thermische Fluktuationen typischerweise Kräfte von einigen pN ausüben.
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5.1 Das Kraftspektrometer
Die im Rahmen dieser Arbeit eingesetzten Kraftspektrometer (vgl. Anhang A und [196])
basieren zwar grundsätzlich auf dem in Abschnitt 2 eingeführten Rasterkraftmikroskop,
weisen aber einige für die Detektion molekularer Kräfte und Wechselwirkungen wesentliche
Modifikationen auf. So ist es beispielsweise wichtig, laterale Bewegungen während des
Meßvorgangs möglichst zu minimieren, um daraus resultierende Reibungskräfte und laterale
Zugkräfte so gering wie möglich zu halten. Bei den üblicherweise in der Kraftmikroskopie
verwendeten Röhrenpiezos sind die drei Raumrichtungen jedoch nur unzureichend entkoppelt.
Ein Aufbau, bei dem die Piezobewegung nicht unmittelbar auf die Probe übertragen wird,
sondern der Abstand zwischen Spitze und Probe über eine mechanische Anordnung eingestellt
wird, die nur eine Bewegungsrichtung zuläßt kann laterale Bewegungen während des
Meßvorgangs deutlich reduzieren. Wenn die Probe ausreichend homogen ist, ist eine reine z-
Bewegung ausreichend, da die laterale Position der Probe dann keine Rolle spielt. Soll die
Probe dennoch auch lateral bewegt werden [197], so läßt sich das beispielsweise mit einem
eigenen, nur in x- und y- verstellbaren Probentisch bewerkstelligen [198]. Da auch die
Verbiegung der Abtastfeder durch die auf sie einwirkenden Kräfte zu einer lateralen Bewegung
der Spitze relativ zur Probe führt, die näherungsweise proportional zum Sinus des Winkels
zwischen Probe und Feder ist, muß ferner der Einbauwinkel der Feder (typischerweise 12-15°)
auf ein Minimum (hier 6°) reduziert werden. Um die bei allen Piezos vorkommende Hysterese
zwischen Vorwärts- und Rückwärtsbewegung zu kompensieren, ist es weiterhin wichtig, den
tatsächlichen Piezoweg mit einem Dehnmeßstreifen oder einem kapazitiven oder induktiven
Wegaufnehmer zu messen und den Piezo dann über eine Nachregelschleife exakt an die
gewünschte Position zu bringen. Schließlich sollte auf eine gute Fokussierbarkeit und
Modenstabilität des Laserstrahls im optischen Zeiger geachtet werden, um Interferenzen auf
reflektierenden Proben sowie Intensitätsschwankungen zu vermeiden18.
                                                
18 Alternativ zu einem gut fokussierten Laserstrahl läßt sich auch eine möglichst inkohärente Lichtquelle verwenden.
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5.2 Kraft-Abstandskurven
Bei der Auswertung der Meßkurven des Kraftspektrometers ist zu beachten, daß die
eigentlichen Meßsignale die Verbiegung der Blattfeder und der Fahrweg des Piezos sind. In der
Regel interessiert es aber nicht, wie weit der Piezo gefahren wurde, sondern wie weit
beispielsweise ein Polymer bei einer bestimmten Kraft gedehnt wurde. D. h. entscheidend ist
der tatsächliche Abstand zwischen Spitze und Probe. Um diesen zu erhalten muß die
Auslenkung der Blattfeder vom Fahrweg des Piezos abgezogen werden19.
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Abbildung 5.1 Ein typisches Kraftexperiment mit einem auf dem Kraftmikroskop basierenden Aufbau
(oben) und die dazugehörigen Kraft-Abstandskurven (unten). Die Spitze wird zunächst an eine
möglichst homogen präparierte Probe angenähert (1). Beim Eindrücken in die Probe (2) lassen sich
Informationen über die mechanischen Eigenschaften der Molekülschicht gewinnen. Anschließend
werden Spitze und Probe wieder voneinander getrennt (3-5). Ein Molekül konnte an die Spitze
gekoppelt werden. Beim Strecken des Moleküls (4) lassen sich die mechanischen Eigenschaften des
Moleküls untersuchen. Schließlich reißt das Molekül von der Spitze ab (5). Beim Abriß kann die
Adhäsionskraft der Verbindung gemessen werden (maximale Kraft vor dem Abreißen).
                                                
19 Um die Auslenkung der Blattfeder als Funktion der Photostromdifferenz zu erhalten, muß entweder vor oder nach dem
eigentlichen Experiment eine Eindrückkurve auf einem harten Substrat (z. B. auf dem Substrat, neben der eigentlichen
Polymerprobe) aufgezeichnet werden.
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6 Elastizität von Polymeren
Um die aus kraftspektroskopischen Untersuchungen gewonnenen Informationen sinnvoll
interpretieren zu können und die den Kraftspektren zugrundeliegenden molekularen
Mechanismen zu verstehen, ist es notwendig, vorab einige grundlegende Überlegungen zur
Elastizität von Polymeren im allgemeinen und von DNA im besonderen anzustellen.
Das elastische Verhalten von Polymeren läßt sich grob in drei Kraftbereiche unterteilen. Bei
sehr niedrigen Kräften, je nach Molekül bis zu einigen zehn Piconewton, wird das Polymer,
das ohne äußere Kraft ein sogenanntes Gauß’sches Knäuel bildet (siehe unten), in eine
annähernd gestreckte Konformation gebracht. Dabei wird sein Konformationsraum mit
zunehmender Ausdehnung stark verkleinert, was zu einer entropisch getriebenen
Rückstellkraft führt [199-205]. Diese Entropieelastizität findet sich grundsätzlich bei allen
Polymeren, unabhängig von Details der molekularen Struktur. Sie ist um so ausgeprägter, je
flexibler und länger das Molekül ist20. Im mittleren Kraftbereich, bis zu einigen hundert pN,
werden dann auch Bindungswinkel innerhalb des Moleküls deformiert und es kann zu
Änderungen der Molekülkonformation kommen [61, 206]. Im einfachsten Fall läßt sich die
Entropieelastizität um eine lineare Segmentelastizität erweitern. In der Regel ist das Kraft-
Abstands-Verhalten in diesem von enthalpischen Deformationskräften dominierten Bereich
jedoch wesentlich komplexer, als daß es sich mit derart einfachen Modellen beschreiben ließe.
Das gilt insbesondere auch für doppelsträngige DNA, die sich nur bis zu Kräften von etwa
50 pN durch die um eine lineare Segmentelastizität erweiterte Entropieelastizität beschreiben
läßt. Hier ist dann eine individuelle Modellierung des untersuchten Polymers nötig, die im
Idealfall direkt auf der quantenmechanischen Berechnung der Eigenzustände des Moleküls
aufbaut [61]. Wo dies nicht möglich ist, lassen sich meist wenigstens bestimmte Aspekte des
                                                
20 Da bis in die jüngste Zeit nur der entropische Bereich der Polymerelastizität experimentell zugänglich war,
beschreiben die klassischen Modelle der Polymerphysik auch nur diesen Kraftbereich. In diesen Modellen wird
angenommen, daß ein Polymer nicht über seine Konturlänge hinaus gedehnt werden kann. Das führt dazu, daß ein voll
gestrecktes Polymer in diesen Modellen scheinbar unendlich hart ist und keine Überstreckung des Moleküls möglich
ist (vgl. auch [196]).
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Elastizitätsverhaltens mit Molekulardynamiksimulationen [53, 59, 60, 207] oder einfachen
analytischen Ansätzen erfassen [208-210]. Im hohen Kraftbereich ab einigen hundert
Piconewton werden dann zusätzlich intramolekulare Bindungen gedehnt, bis diese dann bei
etwa 2 nN reißen [188]. Die Übergänge zwischen diesen drei Kraftbereichen sind dabei
fließend.
Im Folgenden soll die theoretische Beschreibung der Entropieelastizität sowie deren
Erweiterung um eine lineare Segmentelastizität kurz vorgestellt werden. Auf detaillierte
Modelle zur Beschreibung doppelhelikaler DNA wird dann im darauffolgenden Abschnitt 7
näher eingegangen.
6.1 Die frei verbundene Kette
Im einfachsten Fall läßt sich ein Polymer aus N Monomeren wie eine Kette aus N starren
Segmenten der Länge l beschreiben, bei der jedes Segment frei in eine beliebige Richtung zeigen
kann. Die Konturlänge des Polymers ist dann gegeben durch
  L Nl= . (1)
Ohne äußere Kraft genügt die Wahrscheinlichkeit w des End-zu-End Abstand R des Polymers
einer Gaußverteilung [199-202]
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und der mittlere quadratische End-zu-End Abstand21 ergibt sich daraus zu
  
R2 2= Nl . (3)
                                                
21 Es ist zu beachten, daß der End-zu-End Abstand nicht den Radius des Polymerknäuels wiedergibt. Ein besseres Maß
dafür ist der Gyrationsradius s, der den mittleren Abstand der Kettenglieder vom Schwerpunkt angibt und
beispielsweise mit Streuexperimenten bestimmt werden kann. Es gilt: ‹R2›=‹s2›/6.
40
Mit S = kB ln w [211] ergibt sich für die Entropie des Polymers [200]:
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R
. (4)
Man sieht sofort, daß die Entropie des Systems mit zunehmendem R abnimmt, was zu einer
Rückstellkraft des Polymers führt. Solange die Auslenkung R klein genug ist, daß Gleichung
(2) die Verteilung des End-zu-End Abstands gut beschreibt, folgt für die entropisch bedingte
Rückstellkraft:
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wenn F die freie Energie des Polymers bezeichnet. Für kleine Auslenkungen verhält sich ein
Polymer also wie eine lineare Feder und die Rückstellkraft läßt sich auf sehr anschauliche
Weise aus der Gauß’schen Verteilungsfunktion herleiten.
Wird das Polymer unter dem Einfluß einer äußeren Kraft stark gestreckt, so ist (2) jedoch nicht
mehr erfüllt und damit sind (3-5) nicht mehr gültig. Um einen geschlossenen Ausdruck für das
Kraft-Abstands-Verhalten des Polymers über das gesamte Kraftspektrum zu erhalten, wird
dessen Zustandssumme Z(f) für eine gegebene Zugkraft f berechnet, woraus die dazugehörige
Auslenkung R folgt [211, 212]:
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Die Zustandssumme bei gegebener Kraft ist [211, 212]:
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l1…lN bezeichnen dabei die N Segmente der Länge l. Für die freie Kette hängt die innere Energie
E(l1…lN) nicht von l1…lN ab, da zwischen den einzelnen Segmenten keine Wechselwirkung
bestehen soll. E(l1…lN) ist also eine Konstante. Setzt man (6) in (7) ein und legt die Kraft in z-
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Richtung an, so folgt für die mittlere Auslenkung in z-Richtung als Funktion der angelegten
Kraft22:
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Dabei ist L(x) die Langevinfunktion coth(x)-1/x. Demnach ist die mittlere Kraft in z-Richtung
gegeben durch:
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wobei L-1 die Umkehrfunktion der Langevinfunktion ist. Die letzte Umformung ist jedoch nur
dann zulässig, wenn N groß ist und die Fluktuationen von z um seinen Mittelwert klein sind
[199].
Für reale Polymere ist die Annahme, daß jedes der N Segmente unabhängig von der
Orientierung der Nachbarsegmente jede beliebige Orientierung annehmen kann, in der Regel
nicht erfüllt. Es zeigt sich jedoch, daß für hinreichend großes k gilt: 
  
l li i k• ≈+ 0 . Das heißt,
jedes k-te Segment der Kette kann wieder als frei angesehen werden und k Segmente lassen sich
zu einem fiktiven Segment der Länge l’ zusammenfassen, welches auch als Kuhn’sches
Segment bezeichnet wird. Das Polymer wird dann wie eine freie Kette aus N’ Segmenten der
Länge l’ modelliert; die effektive Segmentlänge l’ wird als Kuhnlänge bezeichnet. Damit diese
Modellierung die realen Polymereigenschaften richtig wiedergibt, werden N’ und l’ meist über
die Bedingungen
L=N’l’  (1’) und ‹R2›=N’l’2, (3’)
d.h. aus der Konturlänge und dem Gyrationsradius bestimmt.
Bisher wurden die einzelnen Segmente li als starr angesehen, so daß ein Strecken des Polymers
über seine Konturlänge hinaus nicht möglich und die Rückstellkraft des Polymers in (9) rein
                                                
22 Die detaillierte Berechnung findet sich in Anhang B.
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entropiebedingt war (E(l1…lN) = konst.). Um auch enthalpiebedingte Kräfte beim Strecken
einzelner Segmente zu berücksichtigen, läßt sich jedem Segment li eine Deformationsenergie
v(li-l0) zuordnen
23 und die Energie in der Zustandssumme (7) um den Term 
  
v l li
i
( )−∑ 0
erweitern24. Hier steht l0 für die Segmentlänge ohne äußere Kraft. Eine analytische Lösung der
Zustandssumme ist dann jedoch oft nicht mehr möglich. Es zeigt sich aber in der Praxis, daß
bei den meisten realen Polymeren die enthalpischen Beiträge zur Polymerelastizität erst dann
beitragen, wenn das Polymer fast bis zur Konturlänge gestreckt ist und entropische Beiträge
kaum noch eine Rolle spielen. Entropische und enthalpische Beiträge lassen sich deshalb in
guter Näherung separieren (vgl. auch [54]). Für harmonische Potentiale etwa bedeutet das, daß
sich (8) einfach um eine lineare Segmentelastizität erweitern läßt:
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Dabei ist C die Federkonstante pro Segment. In der Praxis wird meist nicht die Federkonstante
pro Segment, sondern der Streckmodul S angegeben. Damit wird (10) zu
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L0 ist hier die Konturlänge des relaxierten Polymers.
6.2 Die frei rotierende Kette
Ein Spezialfall einer freien Kette aus N Segmenten der Länge l, bei der sich N’ und l’ analytisch
bestimmen lassen, ist die frei rotierende Kette. Dabei wird der Tatsache Rechnung getragen,
daß die Segmente vieler realer Polymere annähernd frei um einen festen Bindungswinkel θ
                                                
23 Wenn ein Segment aus mehr als einer chemischen Bindung besteht, wie z. B. ein Kuhn-Segment, kann die
Deformation der einzelnen Segmente dabei sowohl durch das Strecken einzelner Bindungen, als auch durch
Bindungswinkeldeformationen hervorgerufen werden.
24 In diesem Fall muß in der Zustandssumme auch noch über die Längen der einzelnen Segmente integriert werden, da
diese nun variabel sind.
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rotieren können. Der mittlere quadratische End-zu-End Abstand ergibt sich dann zu (vgl. auch
[213]):
  
R2 = + −
<
∑Nl l j i
i j
2 22 (cos )θ . (12)
Für N→∞ ergibt das:
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−
Nl2
1
1
cos
cos
θ
θ
. (13)
Ein Berechnung der Zustandssumme ist für das Modell der frei rotierenden Kette nicht direkt
analytisch möglich, da die Integrationsgrenzen für jedes Segment von der Stellung des
vorhergehenden Segmentes abhängen25. Ein Vergleich mit (1’) und (3’) ergibt aber, daß die frei
rotierende Kette für große N auch durch eine freie Kette mit
  N N' /= α ,   l l' = α und
  
α θ
θ
= +
−
1
1
cos
( cos )
(14a, b, c)
modelliert werden kann.
6.3 Die semiflexible Kette
Während die freie Kette oder die frei rotierende Kette gut geeignet sind um flexible Polymere
zu modellieren, bei denen das Verhältnis l’/l von Kuhnlänge zu molekularer Bindungslänge von
der Größenordnung eins ist, wie beispielsweise bei einzelsträngiger DNA oder RNA oder bei
einer ungefalteten Polypeptidkette, eignen sie sich nur bedingt zur Modellierung von
semiflexiblen Polymeren, wie beispielsweise doppelsträngiger DNA oder Aktinfilamenten, bei
denen l’/l » 1 ist. Zur Modellierung dieser semiflexiblen Polymere eignet sich das Kratky-
Porod Modell [203], in der englischsprachigen Literatur meist als worm-like chain (WLC)
                                                
25 Dieses Problem wurde von Fixman und Kovac durch ein Aufweichen der starren Bindungspotentiale umgangen. Das
Kraft-Abstandsverhalten einer frei rotierenden Kette ergibt sich dann als Grenzfall aus diesem Ansatz [204].
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model bezeichnet, wesentlich besser. Dieses Modell beschreibt ein semiflexibles Polymer wie
einen kontinuierlichen elastischen Faden mit der elastischen Biegeenergie [214]:
  
E
B s
s
dsB
L
=



∫2
2
2
0
2
∂
∂
r( )
. (15)
Dabei steht r(s) für die vom Polymer beschriebene Raumkurve und B ist der Biegemodul des
Polymers. Mit 
  
w
E
k T
B
B
( ) expr ∝ −





  folgt für die Korrelation zwischen zwei Tangenten
  t r( ) ( )s ss= ∂  entlang des Polymers [201]:
  
t t( ) ( ) exp
/( )
s
s
B k TB
• = −





0 . (16)
B/(kBT) ist also die Länge, über die die Richtungskorrelation auf 1/e abgefallen ist. Sie wird aus
diesem Grund auch als Persistenzlänge lP bezeichnet und ist eine für die Elastizität des
Polymers charakteristische Länge.
Für den mittleren quadratischen End-zu-End Abstand der semiflexiblen Kette gilt [201]:
  
R t t2 = • = − − −( )∫∫ ( ) ( ' ) ' exp( /s s dsds Ll l L l
LL
P P P
00
2
2 2 1 . (17)
Daraus ergeben sich folgende zwei Grenzfälle:
Für L » lP (Grenzfall flexibler Ketten) gilt: 
  
R2 2= LlP . (18)
Für lP » L (Grenzfall steifer Stäbchen) gilt: 
  
R2 2= L . (19)
Ein Vergleich von (18) mit (1’) und (3’) führt auf die wichtige Beziehung
lP = l’/2 (20)
zwischen Persistenzlänge lP und Kuhnlänge l’.
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Die Elastizität der semiflexiblen Kette wurde theoretisch erstmals 1994 von Marko und Siggia
vollständig beschrieben26 [208, 215], indem sie die Gleichung
  
Z s s D
B ds
k T
ss
s
( ; , ; , ) expf t t t
t f t
0
B
0 1 1
2
2
0
1
= −
( ) − • 









∫
∫
∂
(21)
in eine Eigenwertgleichung für die Wahrscheinlichkeitsverteilung des Tangentenvektors
  t r( ) ( )s ss= ∂  überführten, die Eigenwerte numerisch bestimmten, daraus die Zustandssumme
Z(f) berechneten und durch Ableitung nach der Kraft (6) das Kraft-Abstandsverhalten
bestimmten. D ist dabei eine Normierungskonstante, die gewährleistet, daß ∫Z(0;1)d2t1=1 für
alle s0, s1 und t0 erfüllt ist. Obwohl die exakte Lösung nur numerisch berechnet werden kann,
läßt sich doch eine analytische Formel angeben, die den Grenzfall kleiner sowie großer Kräfte
asymptotisch korrekt wiedergibt, während sie im mittleren Kraftbereich um bis zu 10% von
der exakten Lösung abweicht [208]. Bouchiat et al. schlugen deshalb 1999 vor, die
Abweichungen der von Marko und Siggia angegebenen asymptotischen Formel von der exakten
numerischen Lösung durch ein Polynom 7-ten Grades anzunähern und die asymptotische
Formel um dieses Polynom zu erweitern [216]:
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l z L
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
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42 2
7
α (22)
Die ersten drei Terme in der Klammer entsprechen der ursprünglichen Formel von Marko und
Siggia [208, 215]; mit dem Polynom mit{α2…7} = {-0,6164228; -2,737418; 16,07497; -
38,87607; 39,49944; -14.17718} weicht diese Formel um weniger als 0,01% von der exakten
Lösung ab.
                                                
26 Frühere numerische Ansätze von Fixman und Kovac [204] und analytische Ansätze von Kovac und Crabb [205]
gingen von einer frei rotierenden Kette mit harmonischen Biege- und Streckpotentialen in der Zustandssumme aus und
machten dann für den semiflexiblen Fall den Grenzübergang N →∞, l →0 und cosθ →1. Das ist aber nur dann
zulässig, wenn L/lp » 1. Für Moleküle mit großer Persistenzlänge, wie z. B. DNA oder Aktinfillamente, entspricht das
aber oft nicht den experimentellen Bedingungen.
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In die Berechnung der Zustandssumme (21) geht im Gegensatz zur freien Kette zwar diesmal
die elastische Biegeenergie EB (15) ein, die Konturlänge des Polymers L wird aber wieder als
fest angenommen und somit werden in (22) wieder nur die entropischen Beiträge zur
Polymerelastizität erfaßt. Formal ließen sich enthalpische Beiträge wieder durch einen weiteren
Energieterm in der Zustandssumme berücksichtigen. Für reale Polymere hat es sich jedoch
bewährt, Formel (22) im Nachhinein um einen linearen Streckmodul S zu erweitern27. Durch
die Substitution 
  
z
L
z
L
f
S
→ − =
0
: Λ  erhält man die implizite Gleichung:
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α . (23)
L0 steht dabei für die Konturlänge des entspannten Polymers.
6.4 Polyelektrolyte
Als Polyelektrolyte werden mehrfach elektrisch geladene Moleküle wie z. B. Polymere aus
elektrisch geladenen oder elektrisch ladbaren Untereinheiten bezeichnet. Fast alle biologischen
Polymere, wie Polypeptide, viele Polysaccharide oder DNA tragen unter physiologischen
Bedingungen elektrische Ladungen. Formal lassen sich geladene Polymere durch einen
zusätzlichen Term für die elektrostatische Selbstenergie
  
E V s s dsdsel
LL
= −∫∫
1
2
00
( ( ) ( ' )) 'r r (24)
in der Zustandssumme Z(f) beschreiben [218-220]. V ist dabei die elektrostatische
Potentialdichte. Meist wird zur Beschreibung der durch Gegenionen abgeschirmten
                                                
27 Bestände das Polymer aus einem homogenen isotropen elastischen Material, so wäre das Biegemodul aus (15) B=Iε,
wobei I das Trägheitsmoment um die Molekülachse und ε der Elastizitätsmodul sind. Für das Streckmodul S gilt dann:
S= Aε . Dabei ist A die Querschnittsfläche des Moleküls. Zusammen mit lP=B/(kBT) führt das für eine kreisförmige
Querschnittsfläche mit Radius r auf die Beziehung lP=Sr2/(4kBT) zwischen Persistenzlänge und Streckmodul (vgl. auch
[214]). Baumann et al. konnten 1997 zeigen, daß diese Beziehung zwischen S und lP für DNA nicht erfüllt ist: mit
abnehmender Salzkonzentration erhöht sich aufgrund zunehmender elektrostatischer Abstoßung die Biegesteifigkeit
und damit lP (vgl. auch Kap. 6.4), während S aus demselben Grund abnimmt [217].
47
elektrostatischen Wechselwirkung die Debye-Hückel Näherung [103, 221, 222] verwendet.
Für V(r(s)-r(s’)) gilt dann:
  
V s s
q d s s
s s
D
r r
r r
r r
( ) ( ' )
exp ( ) ( ' ) /
( ) ( ' )
−( ) = ( ) − −( )
−
2
4πε
λ
(25)
Dabei ist d der Abstand der Ladungen q entlang des Polymers, ε  die Dielektrizitätskonstante
des Mediums und 
  
λ εD B i iik T n q= ( )∑ 2  die Debye’sche Abschirmlänge (ni =
Ladungskonzentrationen der Ladungen qi). Der Ladungsabstand d kann dabei, wie sich zeigt,
einen kritischen Wert Q nicht unterschreiten: Wenn die elektrostatische Energie Eel(d) zweier
benachbarter Ladungen größer wird als die thermische Energie kBT eines Gegenions in der
Lösung, kondensieren so viele Gegenionen an das geladene Polymer, bis Eel(d)= kBT erfüllt ist
[223]. Die elektrostatische Energie zweier benachbarter Ladungen, die sich sehr viel näher sind,
als die Debye’sche Abschirmlänge λD ist   E d q del( ) = ⋅( )2 4πε . Daraus folgt unmittelbar:
  
Q q k TB= ⋅( )2 4πε . Für einwertige Ladungen und Gegenionen bei Raumtemperatur in Wasser
ist Q=7,1 Å28. Diese Gegenionenkondensation wird auch als Manningkondensation
bezeichnet; Q wird üblicherweise als Bjerrumlänge bezeichnet.
Bis heute gibt es keine exakte Lösung der Zustandssumme Z(f) mit dem Energieterm
  E E E fzB el= + − , aus der sich dann gemäß (6) das Kraft-Abstands-Verhalten von
Polyelektrolyten bestimmen ließe. Eine von Odijk, Skolnik und Fixman [224] vorgeschlagene
Beschreibung gibt jedoch einige wesentliche Aspekte elektrisch geladener Polymere gut wieder.
Dabei werden zwei Grenzfälle untersucht: Die elektrostatische Wechselwirkung zwischen weit
voneinander entfernten Bereichen des Polymers und die zwischen benachbarten Bereichen.
Demnach machen sich die Ladungen für weit voneinander entfernte Segmente des Polymers
durch ein größeres Ausschlußvolumen29 bemerkbar, was aber auf das Kraft-Abstands-
                                                
28 Für mehrwertige Gegenionen gilt dieser Wert so nicht. Eine detaillierte Herleitung findet sich in [223]. Für die
meisten praktischen Anwendungen stellt die Vernachlässigung mehrwertiger Gegenionen jedoch eine gute Näherung
dar.
29 Das Ausschlußvolumen berücksichtigt die Tatsache, daß sich zwei Monomere einer Polymerkette nicht gegenseitig
durchdringen können. Es wird meist durch den Wechselwirkungsterm der Art Wij=vδ(ri-rj) beschrieben und hat nur
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Verhalten praktisch keinen Einfluß hat. Bei benachbarten Segmenten führt die elektrostatische
Repulsion dagegen zu einer zusätzlichen Versteifung des Polymers, was sich durch einen
zusätzlichen elektrostatischen Beitrag zur Persistenzlänge des Polymers bemerkbar macht:
  l l lP
eff
P P
el= + , mit
  
l
Q
d
P
el D= λ
2
24
. (26)
Falls gilt d<Q ist d dabei durch die Bjerrumlänge Q zu ersetzen.
                                                                                                                                                        
einen geringen Einfluß auf das Kraft-Abstands-Verhalten eines gestreckten Polymers. Das gilt insbesondere für steife
Polymere, wie DNA bei denen die Konturlänge oft von einer ähnlichen Größenordnung wie die Persistenzlänge ist.
Bei einem idealen Lösungsmittel ist v gleich dem Volumen des Monomers; v hängt aber i.a. von der Qualität des
Lösungsmittels ab [202]. Im Fall geladener Polymere wird nun jedem Monomer zusätzlich ein Zylinder mit Radius
r=2λD zugeordnet, der von keinem anderen Monomer durchdrungen werden kann [224 c].
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7 Elastizität von DNA: Theoretische Modelle
7.1 Entropischer und linearer Kraftbereich
Während sich einzelsträngige DNA (engl. single-stranded DNA oder kurz ssDNA) bis zu
Kräften von etwa 100 pN sehr gut durch das Modell einer freien Kette (vgl. 11) mit einer
Kuhnlänge l’ von 15 Å und einem linearen Streckmodul von S von 800 pN beschreiben läßt,
und sich die Abweichungen von diesem Modell auch bei höheren Kräften in Grenzen halten
(siehe Abschnitt 8.1), zeigt doppelsträngige DNA (dsDNA) aufgrund des Wechselspiels
zwischen Zugspannung, Torsionsspannung und der Stapelung der Basenpaare ein sehr viel
komplexeres Kraftspektrum mit hochgradig nichtlinearen Beiträgen (siehe Abschnitt 8.2).
Unter physiologischen Bedingungen ([NaCl] ≈ 150 mM, pH ≈ 7,5) läßt sich dsDNA bis zu
Kräften von etwa 50 pN mit dem Modell der semiflexiblen Kette (vgl. 23) mit einer
Persistenzlänge lP  von 47 nm und einem zusätzlichem linearen Streckmodul S von 1,0 nN
beschreiben [225]. Sowohl lP, als auch S hängen dabei von der Konzentration und der
Wertigkeit der Gegenionen ab (vgl. auch (26) und [62, 217, 225]).
7.2 Der nichtlineare Kraftbereich
1996 entdeckten Smith et al. [226] und Cluzel et al. [192] unabhängig voneinander einen
extrem kooperativen Konformationsübergang bei 65 pN, in dem sich doppelsträngige Lambda-
Phagen-DNA (λ-DNA) bei einem Kraftanstieg von nur 2-3 pN um den Faktor 1,7 verlängert30.
Diese Entdeckung zog innerhalb kurzer Zeit mehrere analytische Beschreibungen sowie
Simulationen dieses sogenannten B-S-Übergangs nach sich. B steht dabei für die natürliche B-
Form von λ-DNA [227], während S für überstreckte (engl. stretched) DNA steht. Dabei ist zu
beachten, daß die Simulationen zwar detaillierte Einblicke in die molekularen Strukturen
zulassen, aber die experimentellen Kraftspektren meist nur sehr grob wiedergeben und
                                                
30 Der Kraftanstieg von nur 2-3 pN ist etwa 30-40 mal kleiner, als bei einem völlig unkooperativen Prozeß [226].
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insbesondere beim B-S-Übergang von DNA bisher kein einheitliches Bild ergeben [228-231]
(vgl. auch [46, 53, 54, 59, 60, 207]). Aus diesem Grund ist oftmals ein direkter Vergleich der
experimentellen Daten mit den im folgenden beschriebenen stark vereinfachenden analytischen
Modellen besser möglich, als beispielsweise mit den Ergebnissen von
Molekulardynamiksimulationen.
7.2.1 Semiflexible Kette mit Zwei-Zustands-Modell
Der allgemeinste Ansatz zur Beschreibung des B-S-Übergangs vernachlässigt sämtliche
molekularen Details der DNA-Doppelhelix und geht ganz allgemein von einem
eindimensionalen elastisch deformierbaren System mit kooperativer Wechselwirkung unter
Einwirkung einer äußeren Kraft aus [192, 232]. Einzelne Segmente31 können dabei sowohl im
überstreckten S-Zustand, als auch im ungestreckten B-Zustand sein. Die Kooperativität wird,
wie beim Ising-Modell [233], durch eine Nächste-Nachbar-Wechselwirkung der Art
∆E(B,B) = 2H + 4J (27a)
∆E(B,S) = ∆E(S,B) = 2H (27b)
∆E(S,S) = 2H - 4J. (27c)
eingeführt. Dabei ist ∆E die freie Energie, die aufgebracht werden muß, um ein Segment vom B
in den S-Zustand zu überstrecken, wenn (a) beide nächste Nachbarn im B-Zustand sind, (b)
einer der nächste Nachbarn im S-Zustand ist oder (c) beide nächste Nachbarn im S-Zustand
sind. 2H ist dann der freie Energieunterschied zwischen B- und S-Zustand und 4J ist die
Korrelationsenergie zweier benachbarter Segmente. Wird die Zustandssumme mit
E = EB + ∆E, (15, 27) berechnet, so ergibt sich folgendes Kraft-Abstands-Verhalten [232]:
                                                
31 Die Segmente sind hier nicht einzelne Basenpaare, sondern es werden bis zu 10 Basenpaare zu einem Segment
zusammengefaßt.
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Dabei steht β  für 1/(kBT), t für die dimensionslose Zugspannung f·lP/(kBT), ∆l für die relative
Längenänderung im B-S-Übergang (∆l=LS/LB - 1) und l* ist neben H und J ein weiterer freier
Parameter, der für die Länge einzelner voneinander unabhängiger Segmente steht und aus der
Anpassung des Modells an die experimentellen Daten ermittelt werden muß (vgl. auch
Fußnote 31).
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Abbildung 7.1 Semiflexible Kette mit Zweizustandsmodell (27a, b, c; mit H=1,64 kBT, J=1,25 kBT,
∆l=0,78 und l*=3,4 Å), reines Ising-Modell, semiflexible Kette (ohne Zweizustandsmodell) und
experimentelle Daten aus [192]. Die relative Ausdehnung bezeichnet die Ausdehnung eines
Moleküls (L) bezogen auf seine B-DNA Konturlänge (LB). Sie ist gegeben durch L/LB. Graphik nach
[232].
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Mit Hilfe der freien Parameter läßt sich dieses Modell recht gut an die experimentelle Daten
anpassen, und aufgrund der sehr allgemein formulierten Annahmen sollte es sich auch auf
andere kooperative Konformationsänderungen in flexiblen eindimensionalen Systemen
übertragen lassen32. Allerdings trägt dieses Modell wegen seines allgemeinen Ansatzes nur sehr
begrenzt zur Aufklärung der intramolekularen Mechanismen, die für den B-S-Übergang
verantwortlich sind, bei. Insbesondere der Einfluß der Rotationsfreiheitsgrade und der
Basenstapelung auf den B-S-Übergang werden in diesem Modell nicht erfaßt. Außerdem
bleiben die physikalischen Bedeutungen von J und l* z. T. unklar, da beide Parameter die
Kooperativität erhöhen und sich sowohl mit einem l* von eins, als auch mit l* von 10 eine
ähnlich gute Anpassung an die experimentellen Daten erreichen läßt, wenn auch J entsprechend
angepaßt wird [232].
7.2.2 DNA-Elastizität und Topologie
Aufgrund der Helizität von DNA (10,4 Basenpaare/Helixumdrehung bei B-DNA [227]) sollte
deren Elastizität stark von den topologischen Randbedingungen abhängen. Erste Experimente
in diese Richtung von Strick et al. zeigen einen linearen Zusammenhang zwischen Torsions-
und Zugspannung bei Kräften unterhalb von 10 pN [190, 234-236]. Im Rahmen dieser Arbeit
sowie in einer Untersuchung Léger et al. [237] konnte übereinstimmend gezeigt werden, daß
die Elastizität von DNA auch im Bereich des B-S-Übergangs stark von den topologischen
Randbedingungen abhängt (vgl. auch Abschnitt 8.2.2).
Um die Kopplung zwischen Torsions- und Zugspannung in der DNA-Doppelhelix theoretisch
zu erfassen, wurde 1997 von Marko ein Modell vorgeschlagen, welches die Biegeenergie der
semiflexiblen Kette 
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32 Nur bei Kräften kurz unterhalb des B-S-Übergangs zeigen sich geringe Abweichungen von den experimentellen
Kurven, da dieses Modell die lineare Segmentelastizität bei Kräften um die 50 pN nicht berücksichtigt.
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ergänzt [209, 210]. Die ai sind dabei elastische Konstanten, ∆l ist, wie in (28c) die relative
Längenänderung bezogen auf die B-DNA-Konturlänge und ∆Ω  beschreibt den Torsionswinkel
bezogen auf seine Ruhelage. Die ersten beiden Terme in (29) sind die harmonischen Zug- und
Torsionpotentiale, der dritte Term berücksichtigt die lineare Kopplung zwischen ∆l und ∆Ω,
der vierte Term ist die Korrelationsenergie zwischen stark überstreckten S- und nicht
überstreckten B-DNA Bereichen, und V(∆l) ist ein nichtlineares Potential, das zusammen mit
der Korrelationsenergie den B-S-Übergang modelliert33.
Die Zustandssumme der semiflexiblen Kette (21) mit einer um (29) erweiterten Gesamtenergie
ist nicht analytisch lösbar. Für den Fall frei rotierender DNA stimmt die mummerische Lösung
gut mit den experimentellen Ergebnissen von Smith et al. und Cluzel et al. [192, 226] überein:
Bei etwa 65 pN läßt sich die Doppelhelix bei einem Kraftanstieg von wenigen pN um den
Faktor 1,7 verlängern. Für den Fall, daß das DNA-Molekül nicht frei um seine Längsachse
rotieren kann, ist der B-S-Übergang zu höheren Kräften verschoben (ca. 90-110 pN) und zeigt
deutlich weniger Kooperativität, als im Fall eines frei rotierenden Moleküls. Die
Übereinstimmung mit experimentellen Daten ist jedoch nur von qualitativer Art (vgl.
Abschnitt 8.2.2 und[237]).
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Abbildung 7.2 Elastizität rotationsbeschränkter und frei rotierender DNA nach [210].
                                                
33 Im einfachsten Fall ist V(∆l) proportional ∆l3.
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Der Grund dafür liegt in der Annahme, daß sich die elastischen Konstanten ai (29) und B (15)
während des Konformationsübergangs nicht ändern. Es zeigt sich jedoch, daß sich die
Konformation der DNA-Doppelhelix während des Übergangs so stark ändert, daß diese
Annahme nicht mehr gerechtfertigt ist [228-230, 238]. So sind beispielsweise zur
Beschreibung des B-S-Übergangs bei rotationsbeschränkter DNA tatsächlich drei verschiedene
DNA-Konformationen nötig, die sich nicht nur in ihrer Gleichgewichts-Konturlänge und
Helizität unterscheiden, sondern auch in ihren elastischen Konstanten [237]: die natürliche B-
Konformation mit einer Helixumdrehung alle 10,4 Basenpaare (bp) und einer Länge von
3,4 Å/bp [227], die um 72% unterwundene und 70% längere S-Konformation
(37 bp/Helixumdrehung, LS/LB=1,7) und die um 300% überwundenene und um 60% gestreckte
sogenannte P-DNA (3,5 bp/Helixumdrehung, LP/LB=1,6), bei der, ähnlich wie bei der 1953 von
Pauling für relaxierte DNA vorgeschlagenen Struktur, die Basen nach außen zeigen, während
sich das Phosphat-Zucker-Rückgrat im Inneren der Doppelhelix befindet34 [238, 239]. Dabei
unterscheiden sich die einzelnen Konformationen derart, daß ein kontinuierlicher Übergang von
der einen in die andere Konformation kaum möglich erscheint. Simulationen zeigen, daß eine
von außen aufgezwungene Änderung der Parameter Länge oder Helixumdrehung pro Basenpaar
dazu führt, daß die potentielle Energie der immer stärker gestörten B-Konformation
kontinuierlich ansteigt, während die potentielle Energie anderer Konformationen abnimmt, bis
Teile der Doppelhelix schlagartig in eine andere, z. B. eine gestrecktere Konformation
übergehen [228-230]. Die Länge dieser neuen Bereiche mit anderer Konformation wächst dann
mit zunehmender Längenänderung bzw. Helizitätsänderung stetig an, bis keine Bereiche mit B-
Konformation mehr vorhanden sind.
                                                
34 Mit Hilfe der experimentell ermittelten elastischen Konstanten der unterschiedlichen DNA-Konformationen läßt sich
das Überstrecken rotationsbeschränkter DNA dann auch theoretisch modellieren [237]. Im völlig überstreckten
Zustand besteht das DNA-Molekül dann, da ja die Summe der Helixumdrehungen in diesem Fall konstant ist und
wegen 72%/300%=1/4 aus vier Teilen (80%) S-DNA und einem Teil (20%) P-DNA.
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7.2.3 Einfluß der Basenstapelung35
Ein kürzlich von Haijun et al. vorgeschlagenes Modell zur Beschreibung der Elastizität von
DNA [242] berücksichtigt erstmals nicht nur eine Koppelung zwischen Zug- und
Torsionsspannung, sondern auch den Einfluß der Basenstapelung, die neben den
Wasserstoffbrückenbindungen zu komplementären Basen einen wesentlichen Beitrag zur
Stabilisierung der Doppelhelix leistet [240, 241]. Die beiden Stränge der DNA-Doppelhelix
werden dabei wie zwei semiflexible Ketten behandelt, die über die Basenpaare starr und
symmetrisch zur Molekülachse miteinander verbunden sind. Die Länge des Moleküls wird mit
dem Winkel φ zwischen der Molekülachse und den Tangenten an die beiden Rückgrate
parametrisiert. Die elastische Energie der Doppelhelix ist dann gegeben durch:
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t1 und t2 sind die Tangenten an die Rückgrate der Doppelhelix, t ist die Tangente an die
Molekülachse, R ist der Radius der Doppelhelix und ρ gibt die Liniendichte der
Basenstapelungsenergie an. Letztere wird durch das Lennard-Jones Potential
  
ρ φ ε
φ
φ
φ
φ
φ
φ φ φ
( )
cos
cos
cos
cos
cos cos
=




−




≥
− <




r0
0
12
0
6
12
0
6
0
2
2
       für 0
               für 0
(31)
beschrieben. ε  hängt dabei von der Sequenz ab und gibt die Stärke der Basenstapelung an, r0
ist die Rückgratbogenlänge zwischen zwei benachbarten Basen und φ0 bestimmt die
Gleichgewichtslage von φ  ohne äußere Kraft. ε  wird aus quantenchemischen Berechnungen
und r0 und φ0 aus den Strukturdaten von B-DNA bestimmt [240]. Damit ist B der einzige freie
Parameter in diesem Modell. Auch hier läßt sich die Zustandssumme nur numerisch berechnen.
Mit ε =14 kBT φ0=62°, r0=0,59 nm, R=0,81 nm und B=1,89x10-28 Nm2 ergibt sich für eine
                                                
35 Unter Basenstapelung versteht man die Wechselwirkung entlang der Molekülachse benachbarter Basen. Dazu
gehören vor allem elektronische Wechselwirkungen der sich z. T. überlappenden π-Orbitale der Basen, sowie sterische
Wechselwirkungen (vgl. auch Anhang C und [240-241]).
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DNA-Sequenz bei der alle 10 Watson-Crick Basenpaarungen (vgl. Anhang C) gleichmäßig
vorkommen eine gute Anpassung an die Daten für den B-S-Übergang frei rotierender DNA.
Für rotationsbegrenzte Moleküle liegen die numerischen Ergebnisse bisher nur bis zu einer
Kraft von 8 pN vor.
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Abbildung 7.3 Elastizität von DNA unter Berücksichtigung der Basenstapelung und Vergleich mit
experimentellen Daten. Abbildung nach [242].
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8 Elastizität von DNA: Experimente36
Zur experimentellen Bestimmung der mechanischen Eigenschaften von einzelsträngiger und
doppelsträngiger DNA, der mechanischen Stabilität der DNA-Doppelhelix sowie der
Basenpaarungskräfte wurden einzelne DNA-Moleküle zwischen einem Substrat und der
Spitze eines Kraftspektrometers eingespannt und gedehnt. Die angelegte Kraft gegen den
Abstand zwischen Spitze und Probe – im folgenden auch als Ausdehnung bezeichnet –
aufgetragen37.
8.1 Einzelsträngige DNA
Die Elastizität von einzelsträngiger DNA wird im wesentlichen von deren Phosphat-Zucker-
Rückgrat bestimmt und genügt, wie aus Abbildung 8.1 ersichtlich ist, unter physiologischen
Bedingungen38 bis zu Kräften von etwa 100 pN dem Modell einer freien Kette mit einer
Kuhnlänge l' von 15 Å und einem zusätzlichen linearen Streckmodul S von 800 pN (vgl. 11
und [226]). Mit 5,9 Å pro Base entspricht das einer Federkonstanten C (10) von 136 pN/Å
pro Base. Einzelsträngige DNA ist damit in diesem Kraftbereich etwa 5-10 mal weicher als die
meisten vergleichbaren Polymere [54, 57, 59, 245, 246]. Eine mögliche Erklärung dafür könnte
eine kraftinduzierte Konformationsänderung des Furanoserings von der C3’-endo
Konformation (5,9 Å/Base) in die um 1,1 Å längere C2’-endo Konformation sein (vgl. auch
[226]). Der Energieunterschied zwischen beiden Konformationen hängt dabei von der Sequenz
                                                
36 Die in diesem Abschnitt vorgestellten Experimente wurden z. T. in Zusammenarbeit mit Dr. M. Rief (Stanford
University, Stanford, CA), sowie Dipl. Phys. C. Tolksdorf (LMU-München) durchgeführt.
37 Eine Skizze des Kraftspektrometers findet sich in Anhang A; die Probenpräparation ist ebenfalls in Anhang A
ausführlich beschrieben.
38 Da mehrwertige Ionen sowohl bei einzelsträngiger, als auch bei doppelsträngiger DNA zur Komplexierung führen
können [243, 244] wurden die Experimente in Tris-EDTA-Puffer bei pH 8 durchgeführt. Falls nicht ausdrücklich
anders erwähnt, beziehen sich im folgenden alle Angaben zur DNA-Elastizität auf 150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8),
1 mM EDTA und 20°C. Da oberhalb von pH 1 die Phosphatgruppen des Rückgrats vollständig deprotoniert sind und
die Basen im physiologischen Bereich von pH 5 bis pH 9 ungeladen sind [241], ist die Elastizität von DNA über
einen weiten Bereich unabhängig vom pH-Wert.
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und den Umgebungsbedingungen ab, liegt aber i. A. unterhalb der thermischen Energie kBT und
auch die Barriere zwischen beiden Konformationen ist von derselben Größenordnung wie kBT
[240, 241].
Bei Kräften über 100 pN machen sich aber auch nichtlineare enthalpische Beiträge deutlich
bemerkbar. Die DNA wird härter, was vermutlich auf eine weitere Deformation des
Furanoserings sowie auf Bindungswinkeldeformationen zurückzuführen ist [54, 57], bis
schließlich ab etwa 1 nN die kovalenten Bindungen gestreckt werden [64, 188].
Quantenchemische Berechnungen sämtlicher Biege- und Streckpotentiale  sowie
Molekulardynamiksimulationen einzelsträngiger DNA könnten hier einen wichtigen Beitrag zu
einem detaillierten Verständnis der intramolekularen Ursachen der Elastizität von
einzelsträngiger DNA über den gesamten Kraftbereich leisten [60, 61].
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Abbildung 8.1 Kraft-Abstands-Kurve von einzelsträngiger DNA (graue Kurve) und die Elastizität einer
freien Kette mit linearem Streckmodul S=800 pN und Kuhnlänge l'=15 Å (schwarze Kurve). Bis etwa
100 pN läßt sich einzelsträngige DNA durch dieses Modell beschreiben. Puffer-Bedingungen:
150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA, 20°C.
Base
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Abbildung 8.2 C2’-endo- (links; l =7,0 Å/Base) und C3’-endo-Konformation (rechts; l =5,9 Å/Base)
des Furanoserings von Nucleotiden.
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8.2 Doppelsträngige DNA
8.2.1 Das Kraftspektrum
Abbildung 8.3 A zeigt eine Dehnkurve eines 1,5 µm langen Segments doppelsträngiger DNA
(obere graue Kurve). Bis etwa 35 pN werden die mechanischen Eigenschaften von der
Entropieelastizität des semiflexiblen Moleküls dominiert (lP≈50 nm; vgl. (22) und [62]).
Danach dominieren lineare enthalpische Beiträge (S≈1 nN; vgl. (23) und [216, 217, 225]), bis
das Molekül bei 65 pN von der natürlichen B-Konformation in die um den Faktor 1,7
überstreckte S-Konformation übergeht [192, 226] (vgl. auch Abschnitt 7.2). Wird das Molekül
über den B-S-Übergang hinaus gestreckt, so zeigt sich bei etwa 150 pN eine erneute Zunahme
der Elastizität (Abflachen der Kraftkurve), was auf eine weitere Konformationsänderung
hindeutet. Erst nachdem das Molekül fast auf das Doppelte seiner Konturlänge überstreckt
worden ist, nimmt die Elastizität wieder ab, und die Kraft, die zum weiteren Strecken des
Moleküls nötig ist, nimmt deutlich zu. Andererseits zeigt die anschließend aufgenommene
Relaxationskurve (untere graue Kurve) einen glatten Verlauf, ohne die
Konformationsänderungen der Dehnkurve. Diese deutliche Hysterese zwischen Dehnungs-
und Relaxationskurve deutet darauf hin, daß während des Überstreckens eine massive
strukturelle Umwandlung stattgefunden hat. Außerdem gleicht die Relaxationskurve der Kraft-
Abstands-Kurve von einzelsträngiger DNA, die selbst keine Hysterese zeigt und wie die
Relaxationskurve aus Abbildung 8.3 A einem glatten Kurvenverlauf ohne größere strukturelle
Umwandlungen folgt (vgl. Abschnitt 8.1). Diese Ähnlichkeit zwischen der Relaxationskurve
aus Abbildung 8.3 A und der Kraftkurve einzelsträngiger DNA zeigt sich besonders deutlich,
wenn dieser Relaxationskurve eine an einzelsträngiger DNA aufgenommene Kraftkurve
überlagert wird (schwarze Kurve in Abbildung 8.3 A): die beiden Kurven lassen sich perfekt
überlagern, so daß sie kaum noch voneinander zu unterscheiden sind. Die gute
Übereinstimmung mit einzelsträngiger DNA zeigt sich auch daran, daß sich die
Relaxationskurve im Kraftbereich bis etwa 100 pN wie einzelsträngige DNA sehr gut durch
eine freie Kette modellieren läßt (vgl. Abbildung 8.3 B) und die Anpassung der freien
Parameter wie bei einzelsträngiger DNA eine Kuhnlänge l’ von 15 Å und einen linearen
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Streckmodul S von 800 pN ergibt (vgl. Abschnitt 8.1). Zusammen mit der ausgeprägten
Hysterese legt dies die Schlußfolgerung nahe, daß es sich bei dem bei 150 pN beobachteten
Konformationsübergang um ein kraftinduziertes Schmelzen der DNA-Doppelhelix handelt
(vgl. auch [247-249]).
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Abbildung 8.3 (A) Kraft-Abstands-Kurve eines 1,5 µm langen Segments doppelsträngiger λ-BstE II
digest DNA in 150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA bei Raumtemperatur (20°C) (obere
graue Kurve). Nach dem B-S-Übergang bei 65 pN, bei dem das Molekül auf das 1,7-fache seiner
Konturlänge gedehnt wird, zeigt sich ein weiterer Konformationsübergang bei etwa 150 pN, in dem
die DNA-Doppelhelix schmilzt und nur einer der beiden Stränge zwischen Kraftmikroskopspitze und
Substratoberfläche eingespannt bleibt. Die Relaxationskurve (untere graue Kurve) gleicht der
Kraftkurve einzelsträngiger DNA. Der Relaxationskurve überlagert ist eine an einzelsträngiger DNA
aufgenommene Kraftkurve (schwarze Kurve). Aufgrund der unterschiedlichen Konturlängen wurden
die Kurven auf gleiche relative Ausdehnung normiert. (B) Der untere Kraftbereich der
Relaxationskurve aus A (graue Kurve) zusammen mit der Elastizität einer freien Kette mit Kuhnlänge
l'=15 Å und einem Streckmodul S=800 pN (schwarze Kurve).
Vergleicht man die mechanische Energie, die während des Streckens doppelsträngiger DNA in
der Doppelhelix deponiert wird, mit der freien Basenpaarungsenthalpie ∆Gbp von DNA, so
zeigt sich, daß bereits vor dem Ende des B-S-Übergangs die in das Molekül gesteckte
mechanische Arbeit die freie Basenpaarungsenthalpie ∆Gbp übersteigt. In Abbildung 8.4 wird
die Dehnkurve (fds(z)) und die Relaxationskurve (fss(z)) eines 2,3 µm langen λ-DNA-Segmentes
(graue Kurven), sowie das Integral ∫(fds(z) - fss(z))·dz (schwarze Kurve), das die Fläche
zwischen den beiden Kurven und damit die dissipierte Energie wiedergibt, direkt mit den
thermodynamischen Daten von DNA verglichen werden. Die gestrichelte Linie entspricht der
freien Basenpaarungsenthalpie ∆Gbp(20°C) eines 2,3 µm langen DNA Segments bei 20°C nach
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Breslauer et al. [250]. Die gepunktete Linie entspricht der freien Basenpaarungsenthalpie
∆Gbp(20°C) nach Duguid et al. [251]39. Zur Berechnung von ∆Gbp(20°C) wurde die Gleichung
∆G = ∆H - T∆S (32)
verwendet und angenommen, daß sowohl ∆Hbp als auch ∆Sbp nicht von der Temperatur
abhängen [252].
Der Einfluß der Salzkonzentration auf ∆Hbp wurde mit Hilfe der empirischen Formel
Tm(C) = Tm(1 M) + 16,6·logC·°C (33)
berechnet. Dabei ist Tm die Schmelztemperatur und C die NaCl Konzentration [253].
AAAAAAAAA
AAAAAAAAA
AAAAAAAAA
AAAAAAAAA
AAAAAAAAA
10
8
6
4
2
0
E
n
er
g
ie
 [
 x
 1
0 
-1
7 
J]
500
400
300
200
100
0
K
raft [p
N
]
1 2 3 4
Ausdehnung [µm]
Gbp
Abbildung 8.4 Dehnungs - und Relaxationskurve eines λ-BstE II digest DNA-Segments in 100 mM
NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA bei 20°C (graue Kurven, Kraftachse auf der rechten Seite) und
die in dem Zyklus dissipierte Energie ∫(fds(z) - fss(z))·dz (schwarze Kurve, Energieachse auf der linken
Seite), verglichen mit der mittleren freien Basenpaarungsenthalpie einer 2,3 µm langen DNA-
Sequenz nach Breslauer et al. [250] (gestrichelte Linie) bzw. nach Duguid et al. [251] (Punkte).
Selbst wenn die mechanische Energie, die in dem zwischen Spitze und Probe verbleibenden
Einzelstrang gespeichert ist, von der zum Strecken der Doppelhelix nötigen mechanischen
                                                
39 Während Breslauer et al. ∆Hbp und ∆Spb für alle 10 möglichen Watson-Crick-Basenpaarkombinationen aus den
Werten kurzer synthetischer Oligonucliotide ableiten und für eine natürliche DNA-Sequenz wie der hier verwendeten
die Mittelwerte von ∆Hbp und ∆Spb gelten sollten, wurden von Duguid et al. 160 bp lange Kalb-Thymus-DNA-
Fragmente zur Bestimmug von ∆Hbp und ∆Spb von natürlicher DNA verwendet.
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Arbeit abgezogen wird, so übersteigt die in der Hysterese eines solchen Zyklus „dissipierte“
Energie also schon ab einem Überstreckungsverhältnis von etwa 1,6-1,8 die freie
Basenpaarungsenthalpie ∆Gbp. Dies ist ein weiterer Hinweis darauf, daß es sich bei dem
Konformationsübergang bei 150 pN tatsächlich um ein kraftinduziertes Schmelzen der DNA-
Doppelhelix handelt.
Schließlich zeigt die Tatsache, daß sich die geschmolzene DNA mit Kräften von über 800 pN
strecken läßt, ohne daß das Rückgrat des zwischen Spitze und Substrat verbleibenden
Einzelstrangs reißt, daß das kovalent geschlossene DNA-Rückgrat wesentlich belastbarer ist
als bisher angenommen. Dies ist in guter Übereinstimmung mit neuesten Untersuchungen über
die Bruchlast kovalenter chemischer Bindungen [64]. Frühere Abschätzungen gingen dagegen
von einer maximalen Belastbarkeit des DNA-Rückgrats von weniger als 500 pN aus [254].
8.2.2 Die topologischen Randbedingungen
Wie sich schon in den theoretischen Betrachtungen (Abschnitt 7.2.2) gezeigt hat, sind bei
doppelsträngiger DNA Zug- und Torsionsspannung eng aneinander gekoppelt. Aus diesem
Grund hängt die Elastizität von doppelsträngiger DNA auch stark von den topologischen
Randbedingungen ab, was sich im Kraft-Abstands-Verhalten deutlich bemerkbar macht.
Grundsätzlich können bei den hier vorgestellten Experimenten fünf verschiedene Fälle
auftreten:
Falls das DNA-Molekül nur mit einem Strang am Substrat verankert und die Spitze des
Kraftspektrometers mit dem dazu komplementären Strang verbunden ist, so reißt die
Verbindung zwischen Spitze und Probe unmittelbar nach dem kraftinduzierten Schmelzen der
DNA-Doppelhelix. Dasselbe gilt im Fall von Strangbrüchen in beiden Strängen der
Doppelhelix, was im Experiment regelmäßig beobachtet werden kann.
In anderen Fällen, wie beispielsweise bei dem in Abbildung 8.3 A gezeigten Molekül, findet
beim kraftinduzierten Schmelzen der Doppelhelix eine irreversible Umwandlung in
einzelsträngige DNA statt. Das legt den Schluß nahe, daß der abgeschmolzene Strang keine
Verbindung zum Substrat oder zur Spitze mehr hat und nach dem kraftinduzierten Schmelzen
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frei in der Lösung diffundieren kann. Möglicherweise erleichtern auch Einzelstrangbrüche, wie
sie in DNA häufig vorkommen40, das vollständige Ablösen des abgeschmolzenen Strangs.
In einigen Fällen löst sich aber auch nur ein Teil des abgeschmolzenen Strangs. Der Rest bleibt
entweder mit dem Substrat oder mit der Kraftspektrometerspitze verbunden. Er kann dann,
wenn der eingespannte Strang relaxiert wird, wieder an diesen binden und eine Doppelhelix
bilden. In diesem Fall muß mindestens ein Einzelstrangbruch im abgeschmolzenen Strang
vorliegen.
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Abbildung 8.5 Dehnungs- und Relaxationskurve eines 2 µm langen λ-BstE II digest DNA-Segments
in 150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA, bei Raumtemperatur. Nachdem das Molekül bis auf
das 1,2-fache seiner Konturlänge relaxiert ist (siehe Pfeil) beginnt die Rehybridisierung der DNA-
Doppelhelix. Vor dem hier gezeigten Kraftexperiment hat das Molekül bereits über 70 solcher
Schmelz- /Rehybridisierungszyklen hinter sich, ohne daß sich dabei strukturelle Veränderungen am
Molekül gezeigt haben.
Bei der Mehrzahl aller untersuchten Moleküle bleibt der abgeschmolzene Strang jedoch
vollständig mit dem Substrat oder mit der Spitze oder, im Fall eines Einzelstrangbruchs im
abgeschmolzenen Strang, mit beiden Oberflächen verbunden. In solchen Fällen läßt sich nach
dem Relaxieren des gespannten Strangs eine vollständige Wiederherstellung der ursprünglichen
DNA-Doppelhelix beobachten. Kraftinduziertes Schmelzen und anschließendes Ausheilen
                                                
40 Einzelstrangbrüche in DNA entstehen oft beim Einfrieren und Auftauen der Proben sowie durch Scherung beim
Pipetieren. In den meisten molekularbiologischen und gentechnischen Verfahren stören sie nicht. Durch Aufbewahren
der DNA in CHCl3 sowie vorsichtiges Pipetieren läßt sich die Zahl der Einzelstrangbrüche deutlich verringern.
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(Rehybridisieren) der Doppelhelix können an ein und demselben Molekül beliebig oft
wiederholt werden, ohne daß sich permanente strukturelle Veränderungen im Molekül zeigen
(siehe Abbildung 8.5).
Schließlich ist es möglich, daß die DNA-Doppelhelix mit beiden Strängen an Substrat und
Spitze befestigt ist und keine Einzelstrangbrüche vorliegen. In diesem Fall sollte keine
irreversible Umwandlung in einzelsträngige DNA möglich sein und die Hysterese zwischen
Dehnungs- und Relaxationskurve sollte folglich gering sein. Außerdem erwartet man aufgrund
theoretischer Vorhersagen  eine geringere Kooperativität des ersten Konformationsübergangs,
sowie eine Verschiebung diese Übergangs zu Kräften von etwa 100 pN [209, 210] (vgl.
Abschnitt 7.2.2). Abbildung 8.6 zeigt einen Dehnungs-/Relaxationszyklus an doppelsträngiger
λ-digest-DNA, bei der die Hysterese zwischen Dehnungs- und Relaxationkurve gegenüber
allen bisher diskutierten Zyklen deutlich reduziert ist und insbesondere die Form der
Relaxationskurve darauf schließen läßt, daß hier keine irreversible Umwandlung in
einzelsträngige DNA stattgefunden hat. Außerdem zeigt der erste Übergang deutlich weniger
Kooperativität und ist zu Kräften von 96-110 pN verschoben, was qualitativ gut mit den
theoretischen Vorhersagen für DNA ohne Rotationsmöglichkeit um die Molekülachse – d. h.
mit fester Anzahl an Helixwindungen – übereinstimmt. Bei höheren Kräften (etwa 200-
300 pN) zeigt sich auch hier ein zweiter Konformationsübergang, der dem Schmelzübergang in
den bisher diskutierten Kraftkurven ähnelt. Allerdings zeigt sich in der Relaxationkurve in
Abbildung 8.6 nur eine äußerst geringe Hysterese. Ein denkbare Erklärung dafür ist, daß auch
hier die Doppelhelix zumindest teilweise schmilzt, daß beide Stränge aber aufgrund der starken
Überstreckung in unmittelbarer Nähe zueinander bleiben müssen, so daß die Rehybridisierung
extrem schnell stattfinden kann und die Hysterese entsprechend klein ist. Die Vermutung, daß
es sich bei der Kraftkurve in Abbildung 8.6 tatsächlich um die Kraftkurve eines Moleküls ohne
Rotationsmöglichkeit um die Molekülachse handelt, konnte durch den Vergleich mit
Kraftexperimenten an kovalent geschlossener Plasmid-DNA weiter erhärtet werden (vgl.
Anhang F, sowie [255]). Auch durch jüngste Experimente von Léger et al. mit einem drehbaren
Kraftsensor, in Verbindung mit einer semi-empirischen Beschreibung mit verschieden
elastischen Konstanten für die unterschiedlichen DNA-Konformationen (vgl. Abschnitt 7.2.2)
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konnte diese Interpretation weiter bestätigt werden [237]. Bei den im Rahmen dieser Arbeit
durchgeführten Experimenten traten Kraftkurven, wie die in Abbildung 8.6 gezeigte, lediglich
in etwa fünf Prozent aller Fälle auf, was sich vermutlich auf die Anzahl an Einzelstrangbrüchen
in der verwendeten DNA (siehe auch Fußnote 40) sowie auf die Anbindung der Moleküle
zurückführen läßt (vgl. Anhang A).
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Abbildung 8.6 Dehnungs- (schwarz) und Relaxationskurve (grau) eines λ-BstE II digest DNA-
Segments in 150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA, bei 20°C, das sehr wahrscheinlich mit
beiden Strängen der Doppelhelix  sowohl mit dem Substrat als auch mit der Kraftspektrometerspitze
fest verbunden ist und dessen Rückgrat keine Einzelstrangbrüche aufweist. Der erste
Konformationsübergang beginnt bei etwa 96 pN (Plateaumitte: 105 pN; Plateauende: 110 pN).
8.2.3 DNA Schmelz- und Basenpaarungskinetik
Ein interessanter Unterschied zwischen dem B-S-Übergang und dem Schmelzübergang bei
DNA ist in Abbildung 8.7 A dargestellt, wo vier Dehnungskurven, die mit verschiedenen
Zuggeschwindigkeiten am selben DNA-Stück aufgenommenen wurden, überlagert sind. Die
Kraft, bei der der B-S-Übergang stattfindet, ist im Rahmen der experimentell zugänglichen
Zuggeschwindigkeiten nicht von der Geschwindigkeit abhängig. Beim kraftinduzierten
Schmelzübergang dagegen zeigt sich eine ausgeprägte Geschwindigkeitsabhängigkeit. Während
die DNA bei einer Zuggeschwindigkeit von 150 nm/s am Ende des B-S-Plateaus scheinbar
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kontinuierlich in die einzelsträngige Konformation übergeht41, zeigt sich bei 3 µm/s ein
ausgeprägter Schmelzübergang zwischen 200 pN und 300 pN.
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Abbildung 8.7 Überlagerung von vier am selben Stück λ-BstE II digest DNA aufgenommenen
Dehnungskurven. Alle vier Kurven wurden mit unterschiedlichen Zuggeschwindikeiten von 150 nm/s
bis 3 µm/s aufgenommen. Eingefügt: Kraft des Schmelzübergangs, aufgetragen gegen den
Logarithmus der Kraftladungsrate [ln(pN/Å)]. Puffer-Bedingungen: 150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8),
1 mM EDTA, 20°C.
Das bedeutet, daß der B-S-Übergang – auf der Zeitskala des Experiments – quasistatisch, also
im thermodynamischen Gleichgewicht abläuft, während der Schmelzübergang bei Zugraten
über 700 nm/s kein Gleichgewichtsprozeß in thermodynamischem Sinn ist. Mit anderen
Worten: die intramolekularen Konformationsänderungen während des B-S-Übergangs laufen
sehr viel schneller ab, als man das Molekül im Experiment strecken kann42, während das
kraftinduzierte Schmelzen der DNA-Doppelhelix auf derselben Zeitskala stattfindet, wie die
                                                
41 Interessanterweise ergibt eine Extrapolation der zum Auseinanderziehen kurzer Oligonucleotide nötigen Kräfte zu
längerer DNA einen Grenzwert von etwa 70 pN für  lange DNA-Sequenzen [256]. Das entspricht etwa der Kraft am
Ende des B-S-Plateaus und damit der Kraft des Schmelzübergangs bei 150 nm/s Zuggeschwindigkeit.
42 Nimmt man an, daß die Ausbreitungsgeschwindigkeit des B-S-Übergangs die Schallgeschwindigkeit c in DNA
nicht überschreitet, so müßte der B-S-Übergang etwa ab einer Zuggeschwindigkeit von c geschwindigkeitsabhängig
werden. Eine einfache Abschätzung für c ist: c = √(S/ρ). Dabei ist S der Streckmodul und ρ die Masse pro Länge von
DNA. Mit S = 1 nN und ρ = 3,26·10-12 g/m ergibt sich c zu etwa 18 m/s. Inelastische Lichtstreuexperimete an DNA-
Bündeln ergeben sogar eine um zwei Größenordnungen höhere Schallgeschwindigkeit. Allerdings hängen diese
Ergebnisse stark von der verwendeten Laserintensität ab. Außerdem ist nicht klar, inwieweit sich die mechanischen
Eigenschaften von DNA aufgrund kollektiver Effekte in den nur teilweise hydrierten Proben verändern [257, 258]. Der
experimentell zugängliche Geschwindigkeitsbereich reicht derzeit aufgrund hydrodynamischer Effekte nur bis etwa bis
50 µm/s (vgl. Abbildung 8.8). Es ist jedoch durchaus möglich, daß der Einsatz kleinerer Abtastfedern [259-261] in
Zukunft deutlich höhere Zuggeschwindigkeiten möglich machen wird.
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Kraftexperimente. In Anbetracht der komplexen strukturellen und topologischen Änderungen
während des kraftinduzierten Schmelzens ist dies durchaus verständlich. Im Gegensatz zum B-
S-Übergang, wo nur interne Umlagerungen der Basen, sowie ein partielles Entwinden der
Doppelhelix stattfinden, müssen die beiden Stränge im Schmelzübergang voneinander getrennt
werden. Der abschmelzende Strang rotiert dabei vermutlich um die Molekülachse, bevor er die
Konformation eines Gauß'schen Knäuels mit möglichen Intrastrangquerverbindungen oder
Haarnadelstrukturen annimmt [248]. Bei der Rehybridisierung muß dieser komplexe Prozeß
dann in umgekehrter Reihenfolge ablaufen, was zu der beobachteten Hysterese führt (vgl. auch
Abbildung 8.5).
Die hier beobachtete Geschwindigkeitsabhängigkeit des Schmelzübergangs deutet auf die
Existenz einer Energiebarriere gegenüber dem Aufschmelzen der DNA-Doppelhelix hin. Eine
solche Barriere könnte entweder dynamischer Natur sein, beispielsweise durch
hydrodynamische oder intramolekulare Reibung hervorgerufen, oder es könnte sich um eine
statische Aktivierungsbarriere handeln, wie sie auch beim Trennen von Rezeptor-Ligand
Paaren [52, 262, 263] oder kurzen DNA-Oligonucleotiden auftritt [256, 264]. Für eine
kinetische Barriere aufgrund von Reibung wäre in erster Näherung eine lineare
Geschwindigkeitsabhängigkeit der Kraft zu erwarten. Eine Auswertung der Schmelzkräfte und
der Kraftladungsraten (Kraftanstieg pro Zeit) am Schmelzübergang zeigt jedoch, daß die zum
Schmelzen der Doppelhelix nötige Kraft nicht linear von der Zuggeschwindigkeit abhängt.
Außerdem ergibt eine Abschätzung der zu erwartenden hydrodynamischen Kräfte [265], daß
diese die Kraftunterschiede beim Schmelzübergang nicht erklären können43. Bei einer statischen
Aktivierungsbarriere44 wäre andererseits ein logarithmischer Zusammenhang zwischen der
Kraftladungsrate und der zum Aufschmelzen der Doppelhelix nötigen Kraft zu erwarten [52,
262, 263, 270]. Abbildung 8.7, in welcher auch der Logarithmus der Kraftladungsrate gegen die
zum Schmelzen benötigte Kraft aufgetragen ist (Einschub), zeigt, daß auch diese Interpretation
                                                
43 Selbst die aufgrund von hydrodynamischer Reibung auf das Ende der Blattfeder ausgeübten Kräfte sind wesentlich
kleiner als die hier beobachteten Kraftunterschiede beim kraftinduzierten Schmelzübergang.
44 Aufgrund der nichtlinearen nächsten-Nachbar-Wechselwirkung bei der Basenstapelung, die auch für die hohe
Kooperativität beim thermischen Schmelzen von DNA verantwortlich ist [266-269], würde man insbesondere an der
Grenze zwischen doppelsträngiger und einzelsträngiger DNA eine Energiebarriere erwarten, die Keimbildung sowohl
beim Schmelzen, als auch beim Rehybridiseren erschwert.
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die Daten nicht in angemessener Weise erklären kann. Offensichtlich ist das kraftinduzierte
Schmelzen von DNA ein sehr viel komplexerer Prozeß, der sich nicht durch derart
vereinfachende Annahmen erklären läßt. Hier muß eine Vielzahl verschiedener Schritte, wie die
Keimbildung, das sequentielle Öffnen der DNA-Basen, sowie Rotation um die Molekülachse
und die Ausbildung eines Gauß'schen Knäuels auf koordinierte Art und Weise erfolgen.
Aufgrund der oben geschilderten Komplexität der zum Schmelzen und umgekehrt auch zum
Ausheilen der DNA nötigen Prozesse, scheint es zunächst schwierig, aus der in Abbildung 8.7
gezeigten Geschwindigkeitsabhängigkeit der zum Schmelzen der DNA-Doppelhelix benötigten
Kräfte weitere Informationen über die Kinetik dieser Prozesse zu gewinnen. Die Tatsache, daß
sich die verschiedenen DNA-Konformationen in den hier beschriebenen Einzelmolekül-
Kraftexperimenten anhand ihrer Kraftkurven deutlich voneinander unterscheiden lassen,
ermöglicht jedoch auch einen direkten Zugang zur Kinetik des kraftinduzierten Schmelzens von
DNA und der anschließenden Rehybridisierung. So ist das Plateau des B-S-Übergangs
charakteristisch für doppelsträngige DNA, während einzelsträngige DNA im wesentlichen dem
Kraftverlauf einer freien Kette, ohne markante strukturelle Übergänge folgt (vgl. 8.1). Werden
an einem Molekül schnelle Deformations- / Relaxationszyklen durchgeführt, und wird dabei
durch das Einführen einer kurzen Wartezeit an den Umkehrpunkten des Zyklus der Zeitraum
variiert, in dem sich das Molekül entweder im völlig überstreckten oder im relaxierten Zustand
befindet, so sollte die Änderung der Länge des B-S-Plateaus in Abhängigkeit von der Wartezeit
ein Maß dafür sein, wieviele Basenpaare während der Wartezeit schmelzen oder
rehybridisieren konnten.
Im Folgenden wird anhand von 6 exemplarischen Deformations- / Relaxationszyklen die
Kinetik des kraftinduzierten Schmelzens bzw. der Rehybridisierung von DNA untersucht.
Eine Wartezeit im voll überstreckten Zustand (Abbildung 8.8 A) erlaubt dabei einen Einblick
in die Schmelzkinetik, eine Wartezeit im relaxierten Zustand (Abbildung 8.8 B) einen Einblick
in die Basenpaarungskinetik.
Abbildung 8.8 A zeigt drei am selben DNA-Segment aufgenommene Deformations- /
Relaxationszyklen, mit deren Hilfe sich die Kinetik des kraftinduzierten Schmelzens von DNA
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untersuchen läßt. Im ersten Zyklus (obere Kurven) wird das Molekül ohne Wartezeit extrem
schnell deformiert und relaxiert. Zwischen Dehnungs- und Relaxationskurve ist keine
Hysterese zu erkennen. Nach einer Wartezeit von 100 ms in der voll überstreckten
Konformation (mittlere Kurven), ist in der Relaxationskurve eine deutliche Hysterese zu
erkennen, und das für die doppelhelikale Konformation charakteristische B-S-Plateau ist um
etwa 25% verkürzt. Wird die Wartezeit in der überstreckten Konformation auf 500 ms erhöht
(untere Kurven), so verschwindet das B-S-Plateau in der Relaxationskurve vollständig und die
Kurve gleicht der von einzelsträngiger DNA.
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Abbildung 8.8 (A) Drei Dehnungs- und Relaxationszyklen (112 ms/Zyklus) an λ-BstE II digest DNA in
150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA, bei 20°C. Oben wird die DNA überstreckt und sofort
wieder relaxiert. Im mittleren Zyklus wird an der Position maximaler Ausdehnung eine Wartezeit von
100 ms eingeführt. Im unteren Zyklus wird die Wartezeit auf 500 ms verlängert. (B) Drei Relaxations-
und Dehnungszyklen (112 ms/Zyklus) an λ-BstE II digest DNA (selber Puffer). Zunächst wird das
Molekül überstreckt und einige Sekunden in der überstreckten Konformation belassen (Daten nicht
gezeigt). Im oberen Zyklus wird das Molekül relaxiert und sofort wieder überstreckt. Im mittleren Zyklus
ist eine Wartezeit von 100 ms in der relaxierten Konformation eingeführt. Im unteren Zyklus wird die
Wartezeit auf 1 s verlängert. Das B-S-Plateau erreicht wieder 100% seiner ursprünglichen Länge.
Während des ersten schnell gefahrenen Zyklus kann also praktisch keine DNA abschmelzen,
erkennbar an der nicht vorhandenen Hysterese in der Relaxationskurve45. Nach der Wartezeit
                                                
45 Grundsätzlich ist es möglich, daß einige Basenpaare im überstreckten Zustand auch ohne Wartezeit abschmelzen und
so schnell wieder rehybridisieren können, daß in der Relaxationskurve keine Hysterese auftritt. Die Anzahl an
Basenpaaren, die auch ohne die Wartezeit schon schmelzen können sollte aber in allen drei Zyklen gleich sein, da die
Piezogeschwindigkeiten und die Lage der Anfangs- und Endpunkte in alle Zyklen identisch sind. Der Anteil an
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von 100 ms verkürzt sich das für die doppelhelikale Konformation charakteristische B-S-
Plateau in der Relaxationskurve um etwa 25%. Das bedeutet, daß während dieser 100 ms etwa
25% des Moleküls oder 2 Kilo-Basenpaare (kbp) aufgetrennt werden, was einer
kraftinduzierten Schmelzrate von 20 kbp/s entspricht. Bei einer Wartezeit von 500 ms
schmilzt dann die gesamte Doppelhelix. Das entspricht etwa 15 kbp/s, wobei sich hier
allerdings nicht ausschließen läßt, daß die Doppelhelix bereits nach weniger als 500 ms
vollständig geschmolzen ist, so daß 15 kbp/s hier nur eine untere Grenze für die Schmelzrate
ist.
Es zeigt sich, daß die an verschiedenen DNA-Segmenten ermittelten Schmelzraten erheblich
variieren, was sowohl am Einfluß der Sequenz und der topologischen Randbedingungen liegen
kann, als auch an geringfügigen Abweichungen der experimentellen Rahmenbedingungen, wie
beispielsweise dem maximalen Überstreckungsgrad. Dennoch läßt sich festhalten, daß die auf
diese Art ermittelten Schmelzraten von DNA insgesamt deutlich über 1 kbp/s liegen.
Abbildung 8.8 B zeigt ein Experiment zur Bestimmung der DNA-Basenpaarungskinetik. Vor
dem ersten Zyklus muß das Molekül überstreckt und einige Sekunden in der überstreckten
Konformation gehalten werden (Daten nicht gezeigt), um sicher zu stellen, daß die Doppelhelix
vollständig geschmolzen ist.
Im ersten Zyklus (obere Kurven)wird das Molekül relaxiert und sofort wieder überstreckt. In
der Dehnungskurve ist ein kurzes Plateau bei 65 pN zu erkennen, dessen Länge etwa 35% der
ursprünglichen B-S-Plateaulänge entspricht. Nach einer Wartezeit von 100 ms im relaxierten
Zustand (mittlere Kurven) ist das Plateau in der Dehnungskurve auf etwa 60% der
ursprünglichen B-S-Plateaulänge angewachsen. Nach einer Wartezeit von einer Sekunde (untere
Kurven) erreicht das B-S-Plateau dann wieder seine ursprüngliche Länge.
Etwa 35% oder 2,3 kbp des Moleküls können also auch ohne Wartezeit im relaxierten Zustand
wieder rehybridisieren. Wartet man 100 ms im relaxierten Zustand, so können 60% des
                                                                                                                                                        
geschmolzenen Basenpaaren, der sich im folgenden Zyklus in einer Hysterese bemerkbar macht kann deshalb auf die
zusätzliche Wartezeit zurückgeführt werden.
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Moleküls oder 3,9 kbp rehybridisieren. Während der 100 ms können also 1,6 kbp mehr
rehybridisieren, als ohne Wartezeit. Das entspricht einer Rehybridisierungsrate von 16 kbp/s.
Während einer Wartezeit von einer Sekunde rehybridisieren sämtliche 6,5 kbp des Moleküls.
Daraus ergibt sich eine untere Grenze für die Hybridisierungsrate von 6,5 kbp/s46.
Auch die auf diese Weise ermittelten Hybridisierungsraten von DNA unterliegen gewissen
Schwankungen, die aber wesentlich geringer sind, als bei den oben beschriebenen
Schmelzexperimenten. Typische Raten liegen zwischen 10 kbp/s und 20 kbp/s und damit
mindestens eine Größenordnung über den bisher veröffentlichten Literaturwerten von 1 kbp/s
[271]. Dabei gelten die bisher publizierten, am Ensemble ermittelten Werte, allerdings nur als
untere Grenze für die Hybridisierungsrate von DNA [241]. Ein wesentlicher Unterschied
zwischen Ensemblemessungen in drei Dimensionen und den hier vorgestellten Einzelmolekül-
Kraftexperimenten besteht darin, daß die Hybridisierung von DNA in drei Dimensionen ein
diffusionslimitierter Prozeß ist, bei dem sich die komplementären Stränge zunächst einmal
finden müssen und der Diffusionsbeitrag zur so ermittelten Hybridisierungsrate sehr sorgfältig
abgeschätzt werden muß47. Bei Experimenten am Einzelmolekül handelt es sich hingegen um
einen ratenlimitierten Prozeß, bei dem die Diffusion der Moleküle praktisch keine Rolle spielt
und der eine direkte Messung der Reaktionsraten ermöglicht.
8.2.4 Elektrostatik und DNA-Stabilität
Da die thermische Stabilität der DNA-Doppelhelix stark von der Salzkonzentration abhängt
(vgl. 33), liegt die Vermutung nahe, daß auch die mechanische Stabilität von DNA von der
Ionenstärke der verwendeten Pufferlösung abhängig ist. Aus diesem Grund wird im folgenden
der Zusammenhang zwischen mechanischer Stabilität von DNA und Ionenstärke anhand von
                                                
46 Auch hier ist die Wartezeit von einer Sekunde vermutlich weit größer, als es für die vollständige Hybridisierung des
Moleküls nötig wäre.
47 Bei längeren DNA-Sequenzen wird die Ausbildung der vollständigen Doppelhelix dabei zusätzlich durch das
Hybridisieren von nur lokal zueinander komplementären Bereichen behindert. Die Konformation kann in einem lokalen
Energieminimum hängen bleiben.
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typischen Kraft-Abstands-Kurven, die bei unterschiedlichen NaCl-Konzentrationen in Tris-
EDTA Puffer (10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA) aufgenommen wurden, untersucht.
Bei hoher Salzkonzentration (Abbildung 8.9 A; 1 M NaCl) tritt zwischen Dehnungs- und
Relaxationskurve kaum Hysterese auf, und irreversibles Schmelzen der DNA-Doppelhelix
kann nur in sehr seltenen Fällen beobachtet werden. Das B-S-Plateau liegt bei 65 pN und ist
extrem kooperativ. Außerdem ist die Kraft des Schmelzübergangs über einen großen
Geschwindigkeitsbereich unabhängig von der jeweiligen Zuggeschwindigkeit bei etwa 230 pN.
Bei geringer Salzkonzentration (Abbildung 8.9 B; 10 mM NaCl) ist die Hysterese zwischen
Dehnungs- und Relaxationskurve dagegen stark ausgeprägt und die Doppelhelix rekombiniert
erst, nachdem das Molekül bis unter seine Konturlänge relaxiert wurde. Auch irreversibles
Schmelzen kann bei dieser Salzkonzentration häufig beobachtet werden. Schließlich beginnt das
B-S-Plateau meist bereits bei etwa 50 pN und endet bei 65 pN.
Wird die DNA schließlich in reinem Tris-EDTA Puffer ohne NaCl gestreckt (Abbildung 8.9
C), so scheint der größte Teil des Moleküls bereits vor dem ersten Strecken denaturiert zu
sein, was sich an einem extrem kurzen Überstreckungsplateau bemerkbar macht. Nach dem
ersten Strecken des Moleküls kann kaum noch eine Rehybridisierung beobachtet werden und
das kurze Plateau beginnt schon bei etwa 40 pN und steigt dann schnell bis auf 65 pN an.
Vor dem Hintergrund, daß die Debye’sche Abschirmlänge in 1 M NaCl mit 3 Å [103] bereits
deutlich unter dem Abstand der Phosphatgruppen komplementärer Stränge von 8,8-14 Å
[241] liegt, während sie in 10 mM NaCl mit 3 nm darüber liegt, erscheinen diese Resultate
durchaus verständlich48. Die elektrostatische Abstoßung zwischen den negativ geladenen
Phosphatgruppen ist in 1 M NaCl bereits stark abgeschirmt, während sie in 10 mM NaCl
noch nicht abgeschirmt ist, was zu einer Destabilisierung der Doppelhelix führt.
                                                
48 Die Phosphatgruppen zweier komplementärer Basen liegen bei B-DNA etwa 2 nm auseinander. Das entspricht dem
Helixdurchmesser von B-DNA. Der kürzeste inter-Strang-Abstand zwischen den Phosphatgruppen ist aber mit 8,8-
14 Å nur etwa halb so groß und ist der P-P-Abstand durch die kleine Furche [241]. In der überstreckten S-
Konformation ist der kürzeste P-P-Abstand 10,8 Å [229].
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Abbildung 8.9 Drei Kraft-Abstandszyklen von λ-BstE II digest DNA in (A) 1 M NaCl, 10 mM Tris
(pH 8), 1 mM EDTA; (B) 10 mM NaCl 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA; (C) 10 mM Tris (pH 8),
1 mM EDTA.
Eine Abnahme der Kooperativität des B-S-Übergangs bei niedriger Salzkonzentration wurde
von Ahsan und Bruinsma [232] auf der Grundlage des in Abschnitt 7.2.1 vorgestellten Zwei-
Zustands-Modells theoretisch vorhergesagt, da eine größere Debyelänge aufgrund der damit
verbundenen größeren elektrostatischen Repulsion zwischen den komplementären Strängen die
Werte für H und J in (28a, b, c) absenken sollte. Nach dem Zwei-Zustands-Modell sollte das
zu einer Abnahme der Kooperativität des B-S-Übergangs führen (vgl. 31 und Abbildung 7.1).
Eine andere Ursache dafür könnte aber auch das kraftinduzierte Schmelzen AT-reicher
Regionen bei Kräften unterhalb von 65 pN sein, denn es zeigt sich, daß reine AT-Sequenzen
bei physiologischen Salzkonzentrationen bereits bei 35 pN schmelzen49 (vgl. auch Abschnitt
8.2.5).
                                                
49 Der Beginn des B-S-Plateaus bereits deutlich unterhalb von 65 pN, bei geringen Salzkonzentrationen, stimmt auch
gut mit Ergebnissen von Baumann et al. überein [217]. Allerdings wird die DNA dort nicht bis zum Ende des B-S-
Plateaus überstreckt, so daß dort keine Aussagen über die Kooperativität des B-S-Übergangs oder die mechanische
Stabilität der Doppelhelix gemacht werden können.
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8.2.5 Temperatur: Der entropische Beitrag zur DNA-Stabilität
Die meisten natürlich vorkommenden DNA-Sequenzen schmelzen unter physiologischen
Bedingungen bei Temperaturen von etwa 90°C. Neben der im letzten Abschnitt untersuchten
Frage nach der Salzabhängigkeit stellt sich deshalb auch die Frage nach der
Temperaturabhängigkeit der mechanischen Stabilität von DNA. Deshalb wurde auch der
Einfluß der Temperatur auf die DNA-Mechanik untersucht. Dazu wurden Kraft-
Abstandskurven an λ-DNA Fragmenten bei unterschiedlichen Temperaturen aufgenommen
und miteinander verglichen.
Erhöht man die Temperatur im Kraftexperiment auf 40°C oder mehr, so tritt selbst bei
vergleichsweise hohen Zuggeschwindigkeiten kein separater Schmelzübergang mehr auf. Der B-
S-Übergang ist dann etwas weniger kooperativ und zu kleineren Kräften verschoben, und es
scheint, daß die DNA bereits im B-S-Übergang in die einzelsträngige Konformation übergeht
(vgl. Abbildung 8.10 A). Betrachtet man die im B-S-Übergang verrichtete mechanische Arbeit
als Funktion der Temperatur und vergleicht sie mit thermodynamischen Daten [250], so zeigt
sich eine gute Übereinstimmung zwischen der zum Überstrecken des Moleküls benötigten
mechanischen Energie und den thermodynamischen Werten der freien Basenpaarungsenthalpie
∆Gbp(T). Die Temperaturabhängigkeit von ∆Gbp läßt sich dabei mit Hilfe von Gleichung (32)
bestimmen [252]; die Werte für ∆Hbp(150 mM NaCl) wurden mit Hilfe von Gleichung (33)
bestimmt. Abbildung 8.10 B zeigt die Höhe des B-S-Plateaus gegen die Temperatur
aufgetragen (Balken und durchgezogene Gerade). Damit diese Werte mit der freien
Basenpaarungsenthalpie ∆Gbp(T) verglichen werden können, muß von der mechanischen
Energie, die zum Überstrecken der DNA benötigt wird, noch die mechanische Energie, die im
verbleibenden Einzelstrang gespeichert ist, abgezogen werden, da diese Energie ja nicht zum
kraftinduzierten Schmelzen der Doppelhelix zur Verfügung steht50. Vergleicht man also die
mechanische Energie, die tatsächlich zum Aufbrechen der DNA-Doppelhelix zur Verfügung
steht (graue Linie), mit der freien Basenpaarungsenthalpie (gestrichelte Linie), so zeigt sich,
daß beide Größen im Rahmen der Meßgenauigkeit miteinander übereinstimmen. In Abbildung
                                                
50 Die im Einzelstrang gespeicherte Energie hängt dabei auch von der Temperatur ab (vgl. 9-11).
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8.10 B sind dabei alle Energien auf ein Basenpaar bezogen und durch die Länge des B-S-
Plateaus pro Basenpaar (∆LB-S=LS-LB=2,38 Å) geteilt, um einen direkten Vergleich mit der B-
S-Plateaukraft zu ermöglichen.
Benutzt man umgekehrt Steigung und Ordinate der aus den Kraftexperimenten ermittelten
(graue) Geraden in Abbildung 8.10 B um die thermodynamischen Größen ∆Hbp und ∆Sbp zu
bestimmen, so ergibt sich aus der Ordinate (bei 0 K) ein ∆Hbp von 10,26 kcal/(mol·bp) und aus
der Steigung ein ∆Sbp von 28,70 cal/(mol·bp). Diese liegen nur geringfügig oberhalb der
kalorimetrisch bestimmten Werte [250] und machen erneut die gute Übereinstimmung
zwischen kraftspektroskopisch und kalorimetrisch ermittelten Werten deutlich51.
Ausdehnung [µm]
K
ra
ft
 [
p
N
]
0
100
200
1.51.00.50
A
300
E
n
er
g
ie
 / 
2,
38
Å
 =
 K
ra
ft
 [
p
N
]
10080604020
Temperatur [°C]
B
80
60
40
20
0
Abbildung 8.10 (A) Dehnkurve von λ-BstE II digest DNA in 150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM
EDTA bei 50°C. (B) B-S-Plateaukräfte (λ-BstE II digest DNA selber Puffer wie (A)) gegen die Tempera-
tur (Marker), eine Ausgleichsgerade (durchgezogene schwarze Linie), sowie die B-S-Plateaukräfte
minus die im DNA-Einzelstrang bei 5,78 Å gespeicherte mechanische Energie (durchgezogene
graue Linie) und die freie Basenpaarungsenthalpie ∆Gbp(T) nach [250] (gestrichelte Linie). Alle
Energien sind auf 2,38 Å normiert, um sie direkt mit den B-S-Plateaukräften vergleichen zu können.
Die hohe Kooperativität des B-S-Übergangs bei Raumtemperatur deutet auf einen Alles-oder-
Nichts-Prozess hin [226, 232]. Das bedeutet, daß die DNA sehr wahrscheinlich nicht
gleichmäßig und kontinuierlich vom B- in den S-Zustand übergeht, sondern daß einzelne
Bereiche schlagartig von einer in die andere Konformation wechseln [230]. Bei weiterem
Dehnen des Moleküls wachsen dann voll überstreckte S-Bereiche auf Kosten der relaxierten B-
Bereiche an [237]. Wird die doppelhelikale Konformation durch eine Temperaturerhöhung
                                                
51 Es ist also grundsätzlich möglich, die thermodynamischen Größen ∆H und ∆S sowie deren Temperaturabhängigkeit
direkt aus kraftspektroskopischen Untersuchungen zu bestimmen.
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soweit destabilisiert, daß 65 pN·∆LB-S≥∆Gbp(T)52, dann beginnen die Bereiche der Doppelhelix
zu schmelzen, die bereits in die S-Konformation überstreckt wurden. Teile des Moleküls
beginnen also bereits am Anfang des B-S-Übergangs zu schmelzen, obwohl das Molekül dort
insgesamt noch relativ wenig überstreckt ist und die insgesamt verrichtete mechanische Arbeit
die gesamte freie Basenpaarungsenthalpie des ganzen Moleküls noch nicht erreicht hat. Mit
zunehmender Überstreckung geht dann immer mehr DNA in die einzelsträngige Konformation
über. Zusammen mit der Tatsache, daß sich bei höheren Temperaturen kein separater
Schmelzübergang bei DNA zeigt, deutet die gute Übereinstimmung der B-S-Plateaukräfte mit
den thermodynamischen Werten darauf hin, daß bei höheren Temperaturen das kraftinduzierte
Schmelzen der DNA-Doppelhelix also nicht erst am Ende des B-S-Übergangs, sondern schon
während des B-S-Übergangs stattfindet. Bei Raumtemperatur beginnt der Prozeß des
kraftinduzierten Schmelzens dagegen – mit der Ausnahme von AT-reichen Regionen – sehr
wahrscheinlich erst am Ende des B-S-Übergangs53 (vgl. auch Abschnitt 8.2.6).
8.2.6 Die Sequenzabhängigkeit
In diesem Abschnitt soll schließlich anhand von Kraftexperimenten mit definierten
synthetischen DNA-Sequenzen der Einfluß der Sequenz auf die mechanischen Eigenschaften
und auf die mechanische Stabilität von DNA beleuchtet werden54.
Abbildung 8.11 zeigt Kraft-Abstandskurven von poly(dG-dC)·poly(dG-dC) bzw. poly(dA-
dT)·poly(dA-dT)-DNA unter physiologischen Bedingungen. Die beiden Sequenzen
unterscheiden sich dabei deutlich in ihren strukturellen Umwandlungen. Während bei der
                                                
52 ∆LB-S und ∆Gbp beziehen sich auch hier wieder auf ein Basenpaar.
53 Die Körpertemperatur vieler Organismen (ca. 30-40°C bei ca. 150 mM NaCl) scheint also genau dem Optimum der
DNA-Stabilität zu entsprechen: die Doppelhelix ist gegenüber Kräften bis etwa 50 pN stabil und dennoch kann die
Doppelhelix ohne großen Energieverbrauch durch die Anlagerung von Proteinen, wie beispielsweise RecA [272, 273]
und die daraus resultierende Überstreckung lokal geöffnet werden, was unabdingbare Vorausetzung für zahlreiche
zelluläre Prozesse ist. Darüber hinaus scheint DNA auch zum reversiblen Ankoppeln von Enzymen, wie
beispielsweise Phospholipase an die Kraftmikroskopspitze geeignet: Bei 20°C reicht die Stabilität von DNA aus, um
das Enzym von seinem Substrat zu trennen (vgl. Anhang A). Bei höheren Temperaturen läßt sich das Enzym dann leicht
wieder von der Spitze trennen, um anderen Enzymen Platz zu machen.
54 Mikrokalorimetrische Untersuchungen zeigen, daß sich die freien Basenpaarungsenthalpien ∆Gbp unterschiedlicher
Basen je nach Sequenz bis zum vierfachen voneinander unterscheiden (vgl. Anhang C u.[250]).
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poly(dG-dC) Sequenz (Abbildung 8.11 A) der B-S-Übergang, wie bei λ-DNA, bei 65 pN
auftritt, ist der Schmelzübergang zu Kräften von etwa 250-350 pN verschoben. Bei der
poly(dA-dT)-Sequenz findet die erste strukturelle Umwandlung dagegen schon bei 35 pN
statt, und ähnlich wie bei den oberhalb von 40°C aufgenommen Kraftkurven an λ-DNA findet
sich in den an poly(dA-dT)-DNA gemessenen Kurven kein zweiter Übergang. Das legt die
Schlußfolgerung nahe, daß auch hier die DNA-Doppelhelix bereits im B-S-Übergang
aufschmilzt. Ein Vergleich der im AT-Molekül deponierten mechanischen Energie mit der
freien Basenpaarungsenthalpie einer reinen AT-Sequenz [250] zeigt, daß die freie
Basenpaarungsenthalpie in dem bei 35 pN auftretenden B-S-Übergang bereits vollständig
aufgebraucht wird. Die Schlußfolgerung, daß die AT-Doppelhelix bereits bei 35 pN zu
schmelzen beginnt, wird auch dadurch bestätigt, daß sich in Relaxationskurven von AT-DNA
bereits Haarnadelstrukturen zeigen, sobald Moleküle ein Stück in den B-S-Übergang hinein
gestreckt wurden (vgl. Abschnitt 8.3).
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Abbildung 8.11 Kraft-Abstands-Kurven von (A) poly(dG-dC)·poly(dG-dC)-DNA und (B) poly(dA-
dT)·poly(dA-dT)-DNA in 150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA bei 20°C.
Die Tatsache, daß der B-S-Übergang auch bei reinen GC-Sequenzen bei 65 pN stattfindet,
obwohl die freie Basenpaarungsenthalpie hier gegenüber λ-DNA deutlich größer ist [250]
zeigt, daß B-S und Schmelzübergang grundsätzlich voneinander unabhängig sind, auch wenn
beide Übergänge bei λ-DNA unter physiologischen Bedingungen fast unmittelbar
zusammentreffen.
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8.3 Die Basenpaarungskräfte von DNA
Die im letzten Abschnitt bereits diskutierten poly(dG-dC)·poly(dG-dC) und poly(dA-
dT)·poly(dG-dC)-Moleküle erlauben nicht nur Einblicke in die Sequenzabhängigkeit des
mechanischen Überstreckens von DNA, sondern sie ermöglichen auch auf einfache Art und
Weise die Basenpaarungskräfte zwischen reinen GC- und reinen AT-Sequenzen direkt zu
bestimmen. Sowohl der poly(dG-dC)-Strang als auch der poly(dA-dT)-Strang sind nämlich
nicht nur zu ihren jeweiligen Partnersträngen komplementär, sondern sie sind auch beide
selbstkomplementär und können deshalb auf sich selbst zurückbinden und
Haarnadelstrukturen, sogenannte hairpins (engl.) bilden. Wird also eine poly(dG-dC)- oder
eine poly(dA-dT)-Doppelhelix bis in den kraftinduzierten Schmelzübergang überstreckt, so
kann der abgeschmolzene Strang die freie Enthalpie dadurch reduzieren, daß er auf sich selbst
zurückfaltet, eine Haarnadelstruktur bildet und damit nicht mehr zur Hybridisierung zur
Verfügung steht (vgl. Abbildung 8.12 A). Wird anschließend der gestreckte Strang relaxiert, so
kann dieser nicht mehr auf den abgeschmolzenen Strang zurückfalten und muß deshalb beim
Relaxieren ebenfalls eine Haarnadelkonformation bilden. Wird der Strang dann erneut gestreckt,
so wird die Haarnadelstruktur in einer Art Reißverschlußmechanismus wieder
auseinandergezogen und dabei die einzelnen Basenpaare der Haarnadel nacheinander
aufgebrochen. Auf diese Weise lassen sich dann die Basenpaarungskräfte von GC- und AT-
Basenpaaren direkt bestimmen.
Die in Abbildung 8.12 B gezeigte Abfolge von drei Kraft-Abstandszyklen, die alle an
demselben poly(dG-dC)-Duplex aufgenommen wurden, zeigt die Entstehung von
Haarnadelstrukturen nach dem kraftinduzierten Schmelzen der Doppelhelix. Im erste Zyklus
(oben) wird das Molekül lediglich bis zum Ende des B-S-Übergangs überstreckt. Die geringe
Hysterese deutet darauf hin, daß während diesem Zyklus praktisch keine Umwandlung in
einzelsträngige DNA oder Haarnadelstrukturen stattgefunden hat. Wird das Molekül erneut
gedehnt, so gleicht die Dehnkurve (mittlere schwarze Kurve) der vorangegangenen
Relaxationskurve. Dieses Mal wird das Molekül jedoch bis in den Schmelzübergang hinein
überstreckt. In der dazugehörigen Relaxationskurve (mittlere graue Kurve) ist deutlich zu
erkennen, daß sich das für die doppelhelikale Konformation charakteristische B-S-Plateau
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verkürzt hat und statt dessen eine neues Plateau bei 20±3 pN erscheint. Die Länge des neuen
Plateaus (δhp) entspricht dabei etwa 2,1 mal der Verkürzung der doppelhelikalen Konformation
(δds), was dem Längenunterschied zwischen einzelsträngiger und doppelsträngiger DNA bei
20 pN entspricht55.
100 pN
8006004002000
δB-S
δhp
Ausdehnung [nm]
K
ra
ft
B
Ausdehnung [nm]
25 pN
8006004002000
FA-T
K
ra
ft
C
C
G C
GG
G
C
C
Au
A
Abbildung 8.12 (A) Entstehung von Haarnadelstrukturen in selbstkomplementärer DNA. (B) Drei
nacheinander am selben poly(dG-dC)·poly(dG-dC)-Segment aufgenommene Deformationszyklen. (C)
Zwei am selben poly(dA-dT)·poly(dG-dC)-Segment aufgenommene Deformationszyklen.
Pufferbedingungen in B und C: 150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA, 20°C.
Wird das Molekül erneut überstreckt (untere schwarze Kurve), so wird bei 20 pN zunächst
die Haarnadelstruktur wieder aufgebrochen und dabei die einzelnen Basenpaare der Reihe nach
getrennt. Im Schmelzübergang geht dann weitere DNA in die einzelsträngige Konformation
über, was sich beim Relaxieren (graue Kurve) in einer erneuten Verkürzung des B-S-Plateaus
und in einer entsprechenden Verlängerung des Plateaus bei 20 pN bemerkbar macht. Das läßt
sich solange wiederholen, bis die gesamte DNA in die Haarnadelkonformation überführt ist.
Bei AT-Sequenzen kann die Entstehung von Haarnadelstrukturen bereits nach dem ersten
Überstrecken in den B-S-Übergang beobachtet werden (siehe Abbildung 8.12 C). Die
Basenpaarungskraft der nur zwei Wasserstoffbrückenbindungen ausbildenden AT-
Basenpaarung ist dabei 9±3 pN, und wie bei den GC Sequenzen ist das durch die Haarnadeln
                                                
55 Dabei wurde berücksichtigt, daß dieses GC-Segment, im Gegensatz zu dem in Abbildung 8.11 A gezeigten, bereits
beim ersten Strecken eine kurze Stufe bei 20 pN zeigt, die auf die Existenz einer kurzen Haarnadel schon vor dem ersten
Strecken hindeutet.
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verursachte Plateau etwa doppelt so lang, wie die dadurch hervorgerufene Verkürzung der
doppelhelikalen Konformation56.
Die Beobachtung, daß die Basenpaarungskräfte bei der Entstehung und beim Auftrennen der
Haarnadeln dieselben sind, und daß sie nicht von der Zuggeschwindigkeit abhängen, zeigt, daß
es sich hier um einen Gleichgewichtsprozeß handelt, der sehr viel schneller abläuft, als die
Kraftexperimente. Außerdem zeigt es, daß die hydrodynamischen Kräfte auf die rotierende
Haarnadel unterhalb der experimentellen Auflösungsgrenze liegen.
Schließlich stimmen auch hier die im Molekül deponierten mechanischen Energien wieder sehr
gut mit den entsprechenden freien Basenpaarungsenthalpien reiner GC- bzw. AT-Sequenzen
überein, wenn man berücksichtigt, daß sich die DNA bei reißverschlußartigem
Auseinanderziehen der Doppelhelix um 14,2 Å/bp verlängert57.
                                                
56 Ein Vergleich der hier gemessenen Basenpaarungskräfte mit den zum reißverschlußartigen Auftrennen von λ-DNA
benötigten Kräften (12-14 pN, vgl. [265, 274, 275]) zeigt, daß die Beziehung zwischen mittlerem GC- bzw. AT-Anteil
und der zu Auftrennen benötigten Kraft nicht unbedingt linear ist, sondern aufgrund des Beitrags der Basenstapelung
zu ∆Gbp stark von der konkreten Basenabfolge abhängt [250]. So ergibt eine lineare Extrapolation von Essevaz-Roulet
et al [274] zu 100% CG-Anteil beispielsweise eine Kraft von 15 pN und zu 100% AT-Anteil 10 pN, was im
Widerspruch zu den hier gemessenen Werten steht. Das zeigt, daß diese lineare Extrapolation nicht zulässig ist und die
genaue Abfolge der Basen berücksichtigt werden muß.
57 Für die Basenpaarungskräfte gilt: ∆Gbp ≈ 14,2 Å·fbp. Im B-S-Übergang verlängert sich die Doppelhelix, je nach
Sequenz, nur um etwa ∆l=2,4-3,7 Å/bp und es gilt ∆Gbp ≈ ∆l·fB-S (außer für reine GC-Sequenzen). Die Energien stimmen
also jedesmal gut mit den kalorimetrisch ermittelten Werten überein.
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9 Ausblick
Über die eigentlichen Ergebnisse dieser Arbeit hinaus eröffnen die hier vorgestellten
Experimente und Methoden neue Perspektiven für zukünftige Untersuchungen. So stellt die
Kombination aus komplementären analytischen Techniken, wie der Rasterkraftmikroskopie,
die lokal im Ortsraum Strukturinformationen von höchster Präzision liefert, mit der
Neutronendiffraktion, die über große Probenbereiche mittelt und präzise Informationen im
Frequenzraum liefert, einen neuen Ansatz bei der Strukturuntersuchung im nanoskaligen
Bereich dar. Es ist denkbar, daß eine derartige Kombination koplementärer Techniken auch an
anderen Systemen wertvolle Beiträge zur Strukturaufklärung liefern könnte. Darüber hinaus
öffnet die genaue Kenntnis der lateralen Struktur in gemischten Lipiddoppelschichten, wie den
hier vermessenen den Weg zu einem besseren Verständnis der Funktionalität biologischer
Membranen.
Auch die Symbiose zwischen molekularen biologischen Werkzeugen und Verfahren der
Nanotechnologie, wie der Strukturierung mit Rastersondentechniken, sollte sich grundsätzlich
auf eine Vielzahl anderer Systeme übertragen lassen. Insbesondere durch verbesserte
molekulare Koppler, die nicht nur flexibel, sondern möglichst auch reversibel schaltbar sein
sollten, könnte dann die enorme Vielfalt biologischer Werkzeuge als eine Art molekulare
Werkzeugkiste genutzt werden, die zusammen mit der hohen Präzision der
Rastersondentechniken völlig neue Strukturierungsmöglichkeiten im Nanometer-Bereich
ermöglicht.
Die Experimente zur mechanischen Stabilität der DNA-Doppelhelix sowie zu den
Basenpaarungskräften bei DNA haben gezeigt, daß komplementäre DNA-Sequenzen durchaus
zur reversiblen Anbindung von Enzymen, wie beispielsweise Phospholipase an die
Kraftmikroskopspitze geeignet sind. Darüber hinaus sind derartige Experimente eine wichtige
Voraussetzung zum Aufbau komplexer Nanoarchitekturen aus Polynucleinsäuren. Das gilt
insbesondere für die Abschätzung von deren Stabilität und für die geeignete Wahl
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komplementärer Sequenzen und kohäsiver Enden. Aber auch für Gen- und
Genexpressionsanalysen mit DNA-Chips eröffnen die hier vorgestellten Ergebnisse
Perspektiven, um die nach wie vor hohen Fehlerraten möglicherweise deutlich zu senken,
beziehungsweise mit völlig neuen Strategien die Empfindlichkeit dieser Technologie soweit zu
erhöhen, daß Sequenzpolymorphismen von einem oder nur wenigen Basenpaaren zuverlässig
nachgewiesen werden können. Schließlich geben erste kraftspektroskopische Untersuchungen
an mit Cisplatin komplexierter DNA (vgl. Anhang G) zu der Hoffnung Anlaß, daß mit Hilfe
von kraftspektroskopischen Untersuchungen in Zukunft detaillierte Einblicke in den
Zusammenhang zwischen Struktur, Kraft und Funktion möglich sein werden. Die
Kraftspektroskopie könnte sich damit möglicherweise zu einem neuen analytischen Werkzeug
in der Struktur- und Funktionsaufklärung, beispielsweise bei der Untersuchung neuartiger
Krebsmedikamente, entwickeln.
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Anhang A  Materialien und Methoden
Betriebsmodi des Rasterkraftmikroskops
Modus konstanter Höhe
Beim Modus konstanter Höhe, auch als Auslenkungsmodus (engl. constant height mode oder
deflection mode) bezeichnet, wird die Probe mit Hilfe des Piezos nur in horizontaler Richtung
bewegt, während die vertikale Position — meist mit z bezeichnet — konstant gehalten wird.
Die durch die Probentopographie hervorgerufenen und in der Photodiode detektierten
Auslenkungen der Blattfeder werden unmittelbar als Meßsignal verwendet, in einem
Meßrechner gespeichert und z. B. als Grauwerte an einem Monitor dargestellt. Die Vorteile
dieses Abbildungsmodus gegenüber den im folgenden beschriebenen Modi liegen zum einen in
seiner sehr hohen Empfindlichkeit. So ist es etwa möglich, auf Kristalloberflächen atomare
Auflösung zu erzielen. Zum anderen lassen sich sehr hohe Rastergeschwindigkeiten realisieren.
Da bei größeren Auslenkungen der Blattfeder jedoch hohe Kräfte auf die Probe wirken, eignet
sich diese Methode nur für sehr flache und feste Proben [276-279].
Modus konstanter Kraft
Beim Modus konstanter Kraft wird mittels einer Nachregelung die Höhe der Probe mit Hilfe
des Piezos so eingestellt, daß die Auslenkung der Blattfeder und damit auch die Auflagekraft
der Spitze konstant gehalten wird (engl. constant force mode). Als Meßsignal wird in diesem
Fall die am z-Piezo angelegte Spannung aufgezeichnet, die proportional zur Höhe der Probe ist.
Diese Methode erlaubt es auch hohe Strukturen mit dem Rasterkraftmikroskop abzubilden.
Außerdem können die auf die Probe wirkenden Kräfte minimal gehalten werden, was
insbesondere bei weichen biologischen Proben von Bedeutung ist. Allerdings lassen sich mit
diesem Modus in der Regel nicht so hohe Rastergeschwindigkeiten realisieren, wie im oben
beschriebenen Modus konstanter Höhe, da das nachgeregelte System leicht zu schwingen
beginnt und damit die niedrigste Resonanzfrequenz des Gesamtsystems die
Nachregelgeschwindigkeit begrenzt [104].
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Kombinierter Nachregel- /Auslenkungsmodus
Schließlich lassen sich die beiden oben beschrieben Betriebsmodi auch kombinieren, indem so
schnell gerastert wird, daß die Nachregelung nur den groben Strukturen der Probe folgen kann
[280, 281]: Aufgezeichnet werden dabei sowohl das Nachregelsignal, das die grobe Struktur der
Probe wiedergibt, als auch die Federauslenkung, die die feinen Strukturen wiedergibt. Mit
dieser Methode können sowohl grobe, wie auch feine Strukturen von großen Objekten, wie
zum Beispiel Zellen, bei vergleichsweise hoher Rastergeschwindigkeit aufgelöst werden [97,
282].
Der Tapping Modus
Bei den bisher besprochenen Betriebsmodi wirken selbst bei minimaler Auflagekraft der Spitze
oft hohe laterale Kräfte zwischen Spitze und Probe. So beträgt die Lateralkraft, bis zum 40-
fachen der Auflagekraft [283, 284]. Selbst bei minimalen Auflagekräften um die 50 pN
betragen1  die Lateralkräfte also bis zu einigen tausend pN. Das kann dazu führen, daß die
Probe lateral auf dem Substrat verschoben wird und kein Abbilden mehr möglich ist, oder daß
die Probe von der Spitze zerschnitten wird [64, 285].
Ein wesentlicher Durchbruch bei der Verringerung der Lateralkräfte zwischen Spitze und Probe
ist 1993/94 mit Entwicklung des Tapping-Modus [286-288] gelungen. Bei diesem
Abbildungsmodus wird die Blattfeder zu einer Schwingung mit einer Frequenz Ω — oft eine
Frequenz nahe der ersten Resonanz Ω0 der freien Blattfeder — und einer Amplitude von
einigen 10 nm angeregt. Die Spitze berührt die Probe dabei idealerweise nur in einem kleinen
Bereich dieser Oszillation. Die Wechselwirkung der Spitze mit der Probe führt zu einer
effektiven Resonanzfrequenz Ω' des Gesamtsystems Feder-Spitze-Probe, die sich im
allgemeinen von der Resonanzfrequenz Ω0 der freien Spitze unterscheidet. Meist wird die
Oszillation durch die Wechselwirkung mit der Probe auch gedämpft, was neben der
Verschiebung der Resonanzfrequenz zu einer Verringerung der Oszillationsamplitude führt
[39, 261, 289-292]. Die Änderung der Oszillationsamplitude der Blattfeder bei vorgegebener
                                                
1 Die thermischen Fluktuationen der weichsten kommerziell erhältlichen Federn liegen bei 10-20 pN (peak to peak).
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Anregungsfrequenz Ω ist also ein Maß für die Intensität der Wechselwirkung zwischen Spitze
und Probe und erlaubt somit ein Abtasten der Probentopographie. Wie bei den oben
beschriebenen Abbildungsmodi, die zur Unterscheidung vom Tapping-Modus auch als
Kontaktmodi bezeichnet werden, kann auch hier wieder ohne Nachregelung abgebildet und
analog zur Federverbiegung beim Modus konstanter Höhe die Oszillationsamplitude direkt als
Meßsignal verwendet werden. Alternativ kann auf eine konstante Oszillationsamplitude
nachgeregelt werden und wie beim Modus konstanter Auslenkung das Nachregelsignal, also die
Höhe des z-Piezos, als Meßsignal verwendet werden. In der Praxis findet meist die
nachgeregelte Variante Verwendung, da der Tapping-Modus in der Regel eingesetzt wird, um
eine Beeinträchtigung der Probe beim Abbilden zu minimieren [100, 123, 293-296].
Substrat
Probe
Spitzen-
amplitude
   Scan-
Richtung
Probe
Spitzen-
amplitude
Substrat
   Scan-
RichtungA B
Abbildung A.1 Schematische Darstellung des Tapping-Modus (A) ohne Nachregelung und (B) mit
Nachregelung auf konstante Amplitude.
Verwendete Abtastfedern und Spitzen
In der Rasterkraftmikroskopie und der auf dem Kraftmikroskop basierenden
Kraftspektroskopie werden meist Abtastfedern und Spitzen aus Silizium oder Siliziumnitrid
verwendet, die aus einem Stück hergestellt sind; man spricht auch von integrierten Spitzen.
Typische Abtastfedern sind etwa 1 µm dick, einige Micrometer breit und etwa 100 µm bis
200 µm lang [297]. Die Spitzen sind einige Micrometer lang und haben am Ende
Krümmungsradien von wenigen Nanometern. Zur Erhöhung der Reflektivität sind die Federn
auf der Rückseite meist mit Gold beschichtet. Die Federkonstanten reichen je nach
Anwendungsgebiet von etwa 10 mN/m bis zu einigen N/m und die entsprechenden
Resonanzfrequenzen liegen zwischen 1 kHz und einigen hundert kHz.
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Für die Untersuchungen an binären Lipidmischungen und die enzymverstärkte Strukturierung
von DPPC wurden Siliziumnitrid-Federn und Spitzen (DNP-S-TT) von Digital Instruments
(Mannheim) mit einer nominellen Federkonstante von 30 mN/m verwendet. Für die zur
Strukturierung verwendeten Federn wurden die Federkonstanten individuell über deren
thermische Rauschamplitude ermittelt (siehe unten).
Der in Abb. 4.5 gezeigte enzymatische Abbau von DPPC wurde mit einer von M. Benoit
hergestellten Kontaminationsspitze (EBD-Spitze; vgl. [11, 12]) an einer Siliziumnitrid-Feder
(35 mN/m) untersucht.
Für die kraftspektroskopischen Untersuchungen wurden Siliziumnitrid-Federn und Spitzen
(Sharp Microlevers; nominelle Federkonstante 10 mN/m) von Park Scientific Instruments
(Sunnyvale CA, USA) verwendet. Für die Messungen bei 40-60°C wurde die reflektierende
Goldschicht mit Königswasser [298] von den Federn geätzt und anschließend mit einer
geeigneten Blende eine 10 nm dicke Goldschicht auf die vordersten 10 µm der Feder
aufgedampft, um die Temperaturdrift der Federn zu reduzieren. Alle Federkonstanten wurden
individuell aus dem thermischen Rauschen bestimmt (siehe unten).
Vesikelspreitung
Zur Herstellung von festkörpergestützten Lipiddoppelschichten mittels Spreitung aus der
Vesikelphase wurde 1 mg der lyophilisierten Lipide2 in 0,5 ml Chloroform (HPLC-Grade;
Sigma, Deisenhofen) gelöst und das Lösungsmittel anschließend unter Stickstoffzugabe
verdampft und die Lipide in einem Glaskolben im Vakuum (P ≈10-3 mbar) getrocknet. (Um die
Löslichkeit ionischer Lipide zu erhöhen wurden 10% Ethanol (HPLC-Grade; Sigma,
Deisenhofen) zum Lösungsmittel dazugegeben. Anschließend wurden die Lipide in 5 ml
deionisiertem Wasser (ρ=18,2 MΩcm, π=71 mN/m; Mili-Q Plus, Milipore Systems,
Moselheim, Fr.) rehydriert, ca. 5-10°C über die Hauptphasenumwandlungstemperatur der
Lipide bzw. Lipidmischungen erwärmt (vgl. Tabelle A.1) und für ca. 30 sec in einem
Ultraschallgenerator (Bandelin, Berlin) beschallt. Die Suspension wurde dann bis auf eine
                                                
2 Sämtliche im Rahmen dieser Arbeit verwendeten Lipide stammen von Avanti Polar Lipids, Alabaster, AL, USA.
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Lipidkonzentration von 2 mg/ml-100 mg/ml, je nach gewünschtem Bedeckungsgrad, verdünnt3
und 300 µl der Suspension auf einer frisch gespaltenen Glimmerscheibe mit 15 mm
Durchmesser (Plano, Wetzlar) inkubiert. Falls eine möglichst vollständige Bedeckung des
Substrats mit Lipiden benötigt wurde, wurde die Probe während der Inkubation mit Lipiden
über die Hauptphasenumwandlungstemperatur aufgeheizt. Anschließend wurden die Proben
mit deionisiertem Wasser gespült, um nicht adsorbierte Lipide zu entfernen und in die
Meßzelle des Rasterkraftmikroskops eingebaut.
Tabelle A.1 Temperatur der Hauptphasenumwandlung (Kettenschmelztemperatur) einiger Diacyl-
Phosphatidylcholine nach [154].
1,2-Glycero- T[°C]
C14:0/C14:0 (DMPC) 23,5
C16:0/C16:0 (DPPC) 41,5
C18:0/C18:0 (DSPC) 55,5
C20:0/C20:0 (DAPC) 66
C22:0/C22:0 (DBPC) 75
Filmwaagenbeschichtung
Sämtliche in Abschnitt 4.2 gezeigten Lipiddoppelschichten wurden in einer temperierbaren
Beschichtungsfilmwaage (Troggröße: 450 mm x 90 mm x 5 mm) mit Tauchbecken (50 mm x
40 mm x 50 mm) und positionierbarem Lift (vgl. Abbildung A.1) mit einem kombinierten
Langmuir-Blodgett / Langmuir-Schäfer Verfahren (vgl. auch Abschnitt 3.2, sowie [127]) auf
frisch gespaltene Glimmersubstrate (Plano, Wetzlar) übertragen. Die Lipide wurden dazu in
Chloroform (HPLC-Grade; Sigma, Deisenhofen) gelöst (2 mg/ml) und aus der
Chloroformlösung auf der Wasser-/Luft-Grenzfläche gespreitet. Nach dem Verdampfen des
Chloroforms (ca. 2-3 min. nach dem Spreiten) wurden die Lipide bis auf den Transferdruck
(35 mN/m, außer bei der in Abschnitt 4.2.1.2 gezeigten Membran) komprimiert und eine erste
Lipidmonolage mittels vertikalen Transfers (Transfergeschwindigkeit 50 µm/s) auf das
                                                
3 Bei zu hohen Lipidkonzentrationen und ungeladenen Lipiden können so auch Lipidmultischichten entstehen.
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Substrat übertragen. Die Barrierenposition wurde dabei so nachgeregelt, daß der Lateraldruck
in der Lipidmonoschicht zu jedem Zeitpunkt konstant blieb. Das Transferverhältnis4 wurde zu
einer ersten Kontrolle der Übertragungsqualität herangezogen. Nachdem die erste Monolage
15 min. an Luft getrocknet wurde, wurde die zweite Lipidmonolage durch horizontales
Tauchen der Probe übertragen. Die Oberflächenspannung war dabei dieselbe wie beim ersten
Transfer. Sowohl die Subphasentemperatur, als auch die Umgebungstemperatur betrug für
beide Transfers 25°C.
Barriere
Lift
Druck-
aufnehmer
Teflontrog Messingplatte
Substrat
Abbildung A.1 Schematischer Aufbau der zur Präparation von festkörpergestützten Lipidmembranen
verwendeten Beschichtungsfilmwaage.
Zweidimensionale Druck-Flächen-Diagramme von Lipidmonoschichten
Mit Hilfe einer Filmwaage können nicht nur Monolagen amphiphiler Moleküle auf ein
Substrat übertragen werden, sondern es lassen sich auch zahlreiche Informationen über das
Packungsverhalten und die laterale Ordnung in der Monoschicht gewinnen [131]. Der
Transferdruck kann dann so gewählt werden, daß die Lipide beim Übertrag auf das Substrat in
einer gewünschten Konformation vorliegen.
                                                
4 Das Tranferverhältnis ergibt sich aus: (Trogbreite x Barrierengeschwindigkeit) / (2 x Substratbreite x
Transfergeschwindigkeit)
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Die Reduktion der Oberflächenspannung γ des Wassers durch die Lipidschicht kann
anschaulich als lateraler Druck π der Lipide in der Grenzfläche interpretiert werden:
π = γ0 − γ. (Α.1)
Dabei ist γ0 die Oberflächenspannung von reinem Wasser und beträgt 71 mN/m, γ ist die
reduzierte Oberflächenspannung von mit Lipiden bedecktem Wasser. Die
Oberflächenspannung sinkt mit steigender Lipidkonzentration. π läßt sich mit einem
Wilhelmysystem, einem teilweise in die Flüssigkeit eingetauchten und an einer Waage
befestigtem Filterpapier, auf einfache Weise messen [299]. Für die Kraft, mit der ein benetztes
Filterpapier aufgrund der Oberflächenspannung in eine Flüssigkeit gezogen wird, gilt:
F = 2bγ (Α.2)
Dabei ist b die Breite des Filterpapiers5. Analog zu dreidimensionalen Systemen können die
Lipide in der Grenzfläche, abhängig von Konzentration und Temperatur, in verschiedenen
Phasen vorliegen. Bei sehr geringer Lipidkonzentration wechselwirken die einzelnen Lipide
praktisch nicht miteinander. Man spricht deshalb von einer gasanalogen Phase.
A
π
festanalog
fluid/fest 
Koexistenz
gasanalog
fluidanalog
Abbildung A.2 Schematische Isotherme einer Lipidmonolage. π bezeichnet den Lateraldruck, A die
zur Verfügung stehende Fläche.
                                                
5 Der Faktor 2 kommt durch die zweite Seite des Filterpapiers zustande.
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Mit zunehmender Lipidkonzentration treten die Lipide miteinander in Wechselwirkung und
der Lateraldruck π beginnt zu steigen. Man spricht jetzt von der flüssiganalogen Phase. Bei
weiter zunehmender Konzentration beginnen die Lipide sich zu zweidimensionalen Kristallen
zu ordnen; man spricht von der festanalogen oder kristallinen Phase. Bei noch höherem
Lateraldruck kann es dann noch zu Umlagerungen der Lipide in den Kristalliten kommen.
Anhand eines Druck-Flächen-Diagrammes (vgl. Abbildung A.2) läßt sich also sehr genau
feststellen, wie die Lipide in der Membran gepackt sind, so daß dann ein geeigneter
Transferdruck für den Übertrag auf ein Festkörpersubstrat gewählt werden kann.
Kovalente Ankopplung von Phospholipase und Bindungskräfte an das
Substrat6
Zur kovalenten Ankopplung von Phospholipase an die Kraftmikroskopspitzen wurden die
Siliziumnitrid-Spitzen (Microlevers, Park Scientific Instruments, Sunnyvale, CA, USA)
zunächst mit N'-[3-(Trimethoxysilyl)-Propyl]-Diethylentriamin (DETA) von Aldrich
(Deisenhofen) beschichtet. Dabei hat sich gezeigt, daß die üblicherweise zur Beschichtung
glatter Oberflächen mit DETA verwendeten Protokolle, bei denen die Silanolgruppen zunächst
in saurer Lösung hydrolysiert werden [294], für die Beschichtung von Kraftmikroskopspitzen
mit ihren kleinen Krümmungsradien nicht geeignet sind. Bei der hier verwendeten Silanisierung
wurden die Spitzen deshalb 10 min. direkt in auf 80°C erwärmtes DETA getaucht und
anschließend überschüssiges Aminosilan in 70% Ethanol (HPLC-Grade; Sigma, Deisenhofen) /
Wasser entfernt. Anschließend wurden die Spitzen 15 min. in 80°C warmes deionisiertes
Wasser (ρ=18,2 MΩcm, π=71 mN/m; Mili-Q Plus, Milipore Systems, Moselheim, Fr.) gelegt
und danach bei 120°C an Luft getrocknet (ca. 15 min.).
Im nächsten Schritt wurde dann das Enzym über ein Polymer an die Spitze angebunden. Dazu
wurden 50 mg/ml Carboxymethylamylose in Phosphatpuffer (137 mM NaCl, 10 mM H3PO4
(pH 7,4), 2,7 mM KCl) mit 10 mg/ml N-Hydroxysuccinimid (NHS) und 50 mg/ml 1-Ethyl-3-
                                                
6 Die hier vorgestellte kovalente Ankopplung von Phospholipase wurde zusammen mit Dr. M. Grandbois (Univ. of
Missouri, Columbus, MO, USA) und Dipl. Chem L. Nielsen-Kildemark (Tech. Univ. of Denmark, Lyngby, Dänemark)
entwickelt. Die gezeigten Experimente (Abbildung A.3) wurden von L. Nielsen-Kildemark durchgeführt.
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(3-Dimethylaminopropyl)-Carboiimid (EDC) aktiviert und die Spitze 10 min. mit dieser
Lösung inkubiert. Anschließend wurde die Spitze für eine Stunde mit Phospholipase
(100 µg/ml) inkubiert und danach 24 Stunden mit deionisiertem Wasser gespült (alle
Substanzen von Sigma, Deisenhofen).
Es konnte gezeigt werden, daß diese Ankopplung bei Kraftladungsraten von 10 nN/s mit
Kräften bis zu 2 nN belastet werden kann, bevor die Silizium-Kohlenstoff-Bindung des Silans
als schwächste Bindung in dieser Ankopplung reißt [64]. Ferner konnte gezeigt werden, daß
die auf diese Weise kovalent an die Spitze des Kraftmikroskops gekoppelte Phospholipase
nach wie vor enzymatisch aktiv ist und geeignete Substrate erkennen und daran binden kann.
So bindet das Enzym beispielsweise an DMPC-Membranen in der Hauptphasenumwandlung
(23°C) mit Kräften von ca. 25-30 pN, während es an das bei gleicher Temperatur kristalline
DPPC nicht binden kann (vgl. Abbildung A.3).
50 pN
DMPC
DPPC
K
ra
ft
25020015010050
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Abbildung A.3 Kraftkurve einer mit Carboxymethylamylose und PLA2 funktionalisierten Spitze auf
einer festkörpergestützten DMPC-Membran (schwarze Kurve) und einer DPPC-Membran (graue
Kurve) bei 23°C. Puffer: 100 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8,9), 5 mM CaCl2. (Daten: Lars Nielsen-
Kildemark.)
Auch in ersten Strukturierungsexperimenten mit den mit Phospholipase funktionalisierten
Spitzen hat sich gezeigt, daß die an die Spitze gebundenen Moleküle vermutlich noch
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enzymatisch aktiv sind. Allerdings erschwert hier die trotz intensiven Spülens nach wie vor
vorhandene unkontrollierte Membranhydrolyse eine eindeutige Zuordnung der Hydrolyse zu
den tatsächlich kovalent gebundenen Enzymen.
Aufbau des Kraftspektrometers
AAAAAAAAAA
AAAAAAAAAA
AAAAAAAAAA
AAAAAAAAAA
AAAAAAAAAA
AA
Piezo mit Dehnmeßstreifen
Mikroskopobjektiv und CCD-kammera
Glasfaser-Laserdiode
Micrometerschraube
Photodiode
Abbildung A.4 Eines der im Rahmen dieser Arbeit verwendeten Kraftspektrometer. Es basiert auf dem
Meßprinzip der Rasterkraftmikroskops und wurde von M. Rief im Rahmen seiner Dissertation entwickelt
und aufgebaut [196]. Die Einschränkung auf eine Bewegungsrichtung, sowie der Dehnmeßstreifen
und das über eine Glasfaser eingekoppelte Laserlicht, erhöhen die Präzision gegenüber
konventionellen Geräten.
Bestimmung der Federkonstante
Die Federkonstanten kC der verwendeten Abtastfedern wurden mit Hilfe des thermischen
Rauschens bestimmt. Dabei macht man sich zu Nutze, daß nach dem Equipartitionstheorem
jeder Freiheitsgrad eines Systems im thermodynamischen Gleichgewicht, der homogen
quadratisch zur Gesamtenergie des Systems beiträgt, sowie die dazugehörigen Impulse die
mittlere Energie kBT/2 besitzen [212]. Das bedeutet, daß das mittlere Auslenkungsquadrat ‹z
2›
der Abtastfeder gleich kBT/kC ist [183, 300]. Berücksichtigt man ferner, daß die im Rahmen
dieser Arbeit verwendete Lichtzeigerdetektion nicht die Auslenkung, sondern die Verbiegung
der Feder mißt, so ergibt sich zwischen Federkonstante und mittlerem Auslenkungsquadrat
folgende Beziehung [301]:
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Das mittlere Auslenkungsquadrat erhält man dabei aus dem Integral über die erste Resonanz
der Abtastfeder im Frequenzraum. (Der Beitrag höherer Resonanzen zum mittleren
Auslenkungsquadrat ist im Faktor 0,8 in Gleichung (A.3) bereits berücksichtigt).
Präparation der DNA-Proben
Die DNA-Moleküle wurden meist unspezifisch an die Substrat- und Spitzenoberfläche
gekoppelt. Der Vorteil dieser Methode gegenüber einer spezifischen Anbindung,
beispielsweise mit dem Rezeptor-Ligand System Biotin-Avidin, besteht zum einen darin, daß
sich so sehr hohe Kopplungskräfte bis etwa 1,5 nN erreichen lassen [54, 55, 196] und damit
ein großer Kraftbereich untersucht werden kann, während die Biotin-Avidin-Bindung je nach
Kraftladungsrate (Kraftanstieg pro Zeit) schon bei etwa 20-200 pN reißt [43-45, 49, 52, 270,
302]. Außerdem lassen sich auf diese Weise auch DNA-Sequenzen mit einigen hundert
Basenpaaren und nur einer Sorte von Basenpaarungen untersuchen, da funktionelle Gruppen,
wie etwa Biotin üblicherweise an kurze DNA-Sequenzen angebracht werden, die dann mit
Restriktionsenzymen und dem Enzym DNA-Ligase an den kohärenten Enden längerer DNA-
Sequenzen befestigt werden. DNA-Sequenzen mit nur einer Sorte von Basenpaarungen
besitzen jedoch keine spezifischen Schnittstellen für diese Restriktionsenzyme7 [303].
Lambda- BstE II Digest DNA (117-8454 bp) wurde von Sigma (Deisenhofen) bezogen.
Doppelsträngige poly(dG-dC) (durchschnittliche Länge 1257 bp) und poly(dA-dT) stammt
von Pharmacia (Freiburg). Die DNA wurde entweder aus einer Pufferlösung (150 mM NaCl,
10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA) mit 100 µg/ml DNA über Nacht auf frisch aufgedampftem
Gold inkubiert, oder ein Tropfen (100 µl) der DNA-haltigen Lösung wurde auf einem frisch
aufgedampften Goldsubstrat eingetrocknet und anschließend rehydriert. Vor dem Einbau ins
                                                
7 Auch die kovalente Anknüpfung über Epoxy-Silane wurde im Rahmen dieser Arbeit untersucht. Aufgrund der
leichten Hydrolisierbarkeit der Epoxy-Verbindung unter physiologischen Pufferbedingungen ließ sich damit jedoch
keine wesentliche Verbesserung gegenüber der unspezifischen Kopplung erreichen. Auch durch Thiol-Gold
Verbindungen lassen sich kaum höhere Kräfte erreichen [64]. Eine Anbindung an die Basen über Isothiocyanat-Silan
könnte hier Abhilfe schaffen. Dieses Silan ist jedoch nicht kommerziell erhältlich.
12
Kraftspektrometer wurde die Probe intensiv mit Pufferlösung (siehe oben) gespült, um
schlecht adsorbierte DNA von der Probe zu entfernen. Einzelsträngige DNA wurde durch
Dialyse gegen deionisiertes Wasser aus doppelsträngiger DNA hergestellt. Zusätzliche
Kontrollexperimente wurden mit dem +Strang von M13mp18 Phagen DNA (Pharmacia,
Freiburg) durchgeführt (Daten nicht gezeigt).
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Anhang B  Zustandssumme und Elastizität der freien Kette
mit äußerer Kraft
Die Zustandssumme 
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mit dem Polarwinkel ϕ und dem Azimutalwinkel ϑ . Dabei wurde die Kraft O. B. d. A. in z-
Richtung angenommen. Da zwischen den einzelnen Segmenten keine Wechselwirkung besteht,
zerfällt das Integral in N unabhängige Integrale: 
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Mit z = cos(ϑ i) und dz = -sinϑ id ϑ  folgt:
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Anhang C  Struktur- und thermodynamische Daten von
DNA
A
G
A
G
T
C
T
C
Abbildung C.1 Chemische Struktur von DNA (links) und räumliche Struktur von B-DNA (rechts)
(Quellen: http://esg-www.mit.edu:8001/esgbio/lm/nucleic acids/dna.html und Nucleic Acid Data
Base).
Tabelle C.1 Strukturdaten von A-, B- und Z-DNA nach [241].
A-DNA B-DNA Z-DNA
Schraubensinn rechtshändig rechtshändig linkshändig
Basenpaare/Helixwindung 11 10 12
Winkel zwischen zwei Basen 32,7° 36° -9,-51°
Abstand der Basenpaare 2,9 Å 3,3-3,4 Å 3,7 Å
Winkel zw. Helixachse u. Bp. 70° 90° 97°
Konformation des Zuckers C3´-endo C2´-endo C3´-endo(syn)
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Tabelle C.2 Thermodynamische Daten von DNA nach [250]. Alle Werte beziehen sich auf ein
Basenpaar in 1 M NaCl bei pH 7. Die ∆Gbp Werte beziehen sich ferner auf 25°C. Außerdem muß pro
Doppelhelix noch eine Betrag von -6 kcal/mol bzw. -5 kcal/mol für reine AT-Sequenzen für die
Helixbildung zu ∆Gbp addiert werden, sowie für selbstkomplementäre Sequenzen ein Symmetrieterm
von -0,4 kcal/mol, um ∆Gbp für eine gegebene Sequenz zu berechnen. Diese Daten wurden zur
Berechnung von ∆Gbp  der in Abschnitt 8 untersuchten DNA-Segmente verwendet.
Wechselwirkung ∆Hbp [kcal/mol] ∆Sbp [cal/mol] ∆Gbp [kcal/mol]
AA/TT 9,1 24,0 1,9
AT/TA 8,6 23,9 1,5
TA/AT 6,0 16,9 0,9
CA/GT 5,8 12,9 1,9
GT/CA 6,5 17,3 1,3
CT/GA 7,8 20,8 1,6
GA/CT 5,6 13,5 1,6
CG/GC 11,9 27,8 3,6
GC/CG 11,1 26,7 3,1
GG/CC 11,0 26,6 3,1
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Anhang D  DNA-Nanostrukturen auf kationischen
Lipidmembranen
Mit Lipidmischungen lassen sich nicht nur selbstorganisierte nanoskalige Domänen
unterschiedlicher Lipide wie in Abschnitt 4.1 erzeugen, sondern es lassen sich auch gezielt
Ladungsmuster auf der molekularen Skala herstellen, mittels derer sich dann regelmäßige
Strukturen aus geladen Biomolekülen, wie beispielsweise DNA aufbauen lassen 8. So zeigen
etwa viele binäre equimolare Mischungen aus kationischen und anionischen oder kationischen
und zwitterionischen Lipiden ein stark nicht-ideales Mischungsverhalten und die Tendenz
regelmäßige zweidimensionale Co-Kristalle auszubilden, was sich zum einen in einer deutlichen
Absenkung des Koexistenzdrucks zwischen flüssig-expandierter (FE) und flüssig-
kondensierter (FC) Phase der Lipide an der Wasser-/Luft-Grenzfläche und zum anderen in
einem Anstieg der Kettenschmelztemperatur der entsprechenden Lipidvesikel bemerkbar
macht [123, 278, 305-310].
Es konnte gezeigt werden, daß die zweidimensionale Ordnung von DNA, die mit solchen
geladenen Lipiden komplexiert wird, stark mit diesen molekularen Ladungsmustern korreliert
ist. Abbildung D.1 A zeigt ΦX174 Hae III digest DNA auf einer festkörpergestützten
Doppelschicht aus dem kationischen Dipalmitoyl-Trimethylammoniumpropan (DPTAP;
Avanti Polar Lipids, Alabaster, AL, USA). Es bildet sich eine zweidimensionale smektische
Phase mit geordneten Domänen von etwa 100 nm Durchmesser und einem mittleren Abstand d
von 6,5 nm zwischen benachbarten DNA-Strängen (Kreis in der Fouriertransformierten). Wird
die DNA dagegen mit einer equimolaren Mischung aus DPTAP und dem zwitterionischen
DPPC komplexiert (Abbildung D.1 B), so nimmt die Größe geordneter Domänen auf einige
10 nm ab und der mittlere Abstand d verdoppelt sich auf etwa 13 nm, und an eine equimolare
Mischung aus anionischem DPPG und kationischem DODAB (vgl. Abbildung D.2) bindet gar
keine DNA mehr. Sowohl die Größe geordneter Domänen, als auch der Abstand benachbarter
                                                
8  Komplexe aus derartigen Lipidmischungen und DNA spielen insbesondere bei der Genterapie eine wichtige Rolle,
wo sie zur Gentransfektion eingesetzt werden. Eine gute Übersicht über den aktuellen Stand der Forschung befindet
sich in [304].
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DNA-Stränge lassen sich also über die Ladungsdichte der zum Komplexieren verwendeten
Lipidmembran einstellen. Die Packungsdichte der DNA zeigt dabei eine lineare Abhängigkeit
von der Ladungsdichte der Membran, was gut mit Beobachtungen an dreidimensionalen DNA-
Lipid Komplexen überein stimmt [311-313]. Neben der attraktiven Wechselwirkung zwischen
DNA und kationischen Lipiden hat auch die elektrostatische Repulsion zwischen
benachbarten DNA-Strängen einen deutlichen Einfluß auf die Packungsdichte der DNA. So
nimmt d auf rein kationischen Membranen in 20 mM NaCl, auf etwa 4,5 nm ab [314, 315] und
durch Inkubation mit geringen Mengen MgCl2 läßt sich d bis auf etwa 3,6 nm reduzieren [316].
Mit zunehmender Salzkonzentration nimmt die Packungsdichte der DNA dann wieder ab, bis
sich die DNA dann ab etwa 100 mM NaCl von der Membran abzulösen beginnt9 [314, 315].
6.5 nm
A
13 nm
50 nm
B
Abbildung D.1 Kraftmikroskopische Aufnahme von ΦX174 Hae III digest-DNA auf einer
festkörpergestützten DPTAP-Doppelschicht (A) und einer festkörpergestützten Doppelschicht aus
50% DPTAP und 50% DPPC (B). Abbildungsparameter: Tapping Modus, Tappingfrequenz 33 kHz,
Scanrate 3,5 Hz, basislinienkorrigierte Rohdaten; Puffer: 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA
                                                
9 Die treibende Kraft hinter diesem Adsorptionsverhalten ist der Entropiegewinn der Gegenionen, die durch die
Komplexierung von DNA mit der kationischen Membran freigesetzt werden [317-319].
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Abbildung D.2 80 bp-Oligonucleotide (MWG-Biotec, Ebersberg) auf festkörpergestützten DPTAP-
Doppelschiten, in10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA (A) und im selben Puffer nach 24-stündiger
Inkubation bei erhöhter Salzkonzentration. Abbildungsparameter: Tapping Modus, Tappingfrequenz
33 kHz, Scanrate 3,5 Hz, basislinienkorrigierte Rohdaten.
Beim Übergang zu DNA-Lipid-Komplexen mit kurzer monodisperser DNA stellt sich die
Frage, ob ein solcher Übergang auch zu einer Änderung der lateralen Ordnung der
komplexierten DNA, beispielsweise von der flüssigkristallinen smektischen Ordnung mit einer
starken Autokorrelation entlang einer Raumrichtung zu einer zweidimensionalen kristallinen
Ordnung mit Korrelationen in beide Richtungen führt (vgl. auch [111]). Es zeigt sich jedoch,
daß auch Oligonucleotide mit nur 80 Basenpaaren (27 nm) auf DPTAP eine smektische Phase
ausbilden. Allerdings sind die geordneten Domänen hier mit einigen hundert Nanometern
Durchmesser deutlich größer, als bei der längeren ΦX174 Hae III digest DNA (Abbildung D.1
A) oder Lambda-DNA (keine Daten gezeigt), was sich auch in der Fouriertransformierten in
Form einer Doppelsichel zeigt. Auch hier ist die laterale Ordnung mit der Packungsdichte der
DNA korreliert. Abbildung D.1 B zeigt 80 Basenpaar lange Oligonucleotide auf einer
festkörpergestützten DPTAP-Doppelschicht. Die DNA wurde durch Inkubation mit einer
hohen Salzkonzentration stark verdünnt, so daß keine laterale Ordnung mehr zu erkennen ist.
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Anhang E  Lipide als Template zum Aufbau von
Nanostrukturen mit neuen Materialeigenschaften
Aus Lipiden aufgebaute Nanostrukturen haben oftmals nicht die für bestimmte Anwendungen
benötigten Materialeigenschaften oder sind überhaupt nur in bestimmten Lösungsmitteln unter
bestimmten Umgebungsbedingungen stabil, was ihre möglichen Einsatzgebiete insbesondere
hinsichtlich technischer Anwendungen stark einschränkt. Aus Lipiden aufgebaute
Nanostrukturen können aber auch als Template für den selbstorganisierten Aufbau von
Nanostrukturen aus einer Vielzahl nicht amphiphiler Stoffe verwendet werden. So werden
bereits seit längerem hochporöse Keramiken mit wohldefinierter Porengröße im
Nanometerbereich aus Lipiden und den ihnen verwandten Detergenzien aufgebaut [320-322].
Hetzer et al. konnten 1997 zeigen [323, 324], daß lipophile Hexaadukte von C60 in großen
Mengen im Inneren von Lipiddoppelschichten eingebaut werden können (vgl. Abbildung E.1).
Die Verwendung von polymerisierbaren lipophilen Resten erlaubt damit eine Quervernetzung
der Hexaadukte und den Aufbau von kovalent quervernetzten Strukturen aus Poly-C60-Kugeln.
Die Struktur des Poly-C60-Netzwerks folgt dabei der Struktur der Lipiddoppelschicht, und so
lassen sich beispielsweise mit Hilfe unilamellarer Lipidvesikel extrem widerstandsfähige
Hohlkugeln aus Poly-C60-Kugeln mit Durchmessern von einigen 10 nm bis zu einigen
Micrometern herstellen (vgl. Abbildung E.2 A). Der Kugeldurchmesser läßt sich dabei
prinzipiell durch geeignete Präparation der Lipidvesikel sehr präzise einstellen, so daß auch
sehr monodisperse Proben hergestellt werden können. Es konnte gezeigt werden, daß die
Schalen derartiger Hohlkugeln aus mehreren Lagen Poly-C60 bestehen und extrem
widerstandsfähig gegen äußere Kräfte sind. Selbst bei Auflagekräften von etwa 100 nN, was
bei einer geschätzten Kontaktfläche zwischen Spitze und Probe von ca. 100 nm2 einem Druck
von etwa 109 Pa oder etwa 104 Atmosphären entspricht10, konnte keine Beschädigung der
Kugeln beobachtet werden [325].
                                                
10 Die genaue Kontaktfläche zwischen Spitze und Probe ist jedoch schwer zu bestimmen; der nominelle
Krümmungsradius der verwendeten Spitzen beträgt 2 nm.
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Abbildung E.1 lipophiles Hexaadukt von C60 Abbildung entnommen aus [325].
B
50 nm1
A
Abbildung E.2 Kraftmikroskopische Aufnahme (A) von Poly-C60-Kugeln auf einem Glimmersubstrat; (B)
vom oberen Bereich einer Poly-C60-Kugel. Abbildungsparameter: (A) Tapping Modus an Luft,
Tappingfrequenz 270 kHz, Scanrate 1 Hz, basislinienkorregierte Rohdaten; (B) Modus konstanter
Kraft (< 1 nN) in 1-Propanol, Scanrate 6,8 Hz, Rohdaten.
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Anhang F  Elastizität von kovalent geschlossener Plasmid-
DNA
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Abbildung F.1 An zirkular geschlossener Plasmid-DNA (M13 mp18 RF I in 150 mM NaCl, 10 mM Tris
(pH 8), 1 mM EDTA) aufgenommene Kraft-Abstands-Kurven. (Daten von Dipl. Phys. C. Tolksdorf
[255]).
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Anhang G  Änderungen der DNA-Mechanik durch
Cisplatin11
Viele in der Chemotherapie gebräuchlichen Cytostatika verdanken ihre Antitumoraktivität der
Tatsache, daß sie DNA komplexieren und daß die durch die Komplexierung verursachten
strukturellen Veränderungen die mechanischen Eigenschaften von DNA nachhaltig verändern.
Die veränderten mechanischen Eigenschaften von DNA beeinflussen dann unmittelbar deren
biologische Funktion, da Proteine, wie DNA- und RNA-Polymerase [71, 73, 74, 327],
Isotopomerase [76] oder RecA [272, 273] mit Kräften von wenigen pN die Struktur von DNA
auf eine spezifische Art und Weise verändern müssen, um ihre biologische Funktion zu
erfüllen, was nach einer Komplexierung der DNA oftmals nicht mehr möglich ist. Davon
besonders betroffen sind Zellen mit hohen Stoffwechselraten und hoher Zellteilungsrate, wie
beispielsweise Tumorzellen. Der genaue Wirkungsmechanismus vieler Cytostatika auf der
molekularen Skala ist dabei bis heute nicht eindeutig aufgeklärt. Ein besseres Verständnis der
für die Antitumoraktivität verantwortlichen strukturellen Veränderungen auf der molekularen
Ebene könnte daher bei der Weiterentwicklung dieser Wirkstoffe eine Schlüsselrolle spielen.
Ein in doppelter Hinsicht interessantes DNA bindendes Molekül ist Cisplatin (Cis-
Dichlordiamminplatin). Zum einen ist Cisplatin eines der am häufigsten eingesetzten und am
besten untersuchten Krebsmedikamente, welches auf eine sehr spezifische Art und Weise an
bestimmte DNA-Basen bindet. Damit eignet sich Cisplatin in besonderer Weise als Prototyp,
um anhand unterschiedlicher DNA-Sequenzen den Einfluß bestimmter Bindungsmodi auf die
mechanischen Eigenschaften von DNA zu untersuchen. Andererseits dient Cisplatin aber auch
als Keim bei der autokatalytischen Metallabscheidung an DNA [328, 329]. Aus diesem Grund
spielt Cisplatin neben seiner bedeutenden pharmazeutischen Rolle möglicherweise auch eine
zentrale Rolle beim Aufbau elektrisch leitender Nanostrukturen aus DNA.
                                                
11 Sämtliche in diesem Abschnitt gezeigten Daten stammen von Dipl. Phys. R. Krautbauer (LMU-München), der im
Rahmen seiner Diplomarbeit die Wechselwirkung von DNA mit Cisplatin untersuchte [326].
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Cisplatin hat zwei Bindungsstellen, die bevorzugt an die N7 Atome der Guanin-Basen binden,
was entweder zu einer intra-Strang Vernetzung zweier Guanin Basen desselben Strangs (G*G*
oder G*XG*) führen kann oder zu einer inter-Strang Quervernetzung an Stellen mit GC-
Sequenz. Außerdem können auch noch inter-Strang Verbindungen zwischen benachbarten
Guanin und Adenin-Basen (3'-G*A*-5') auftreten [77-80].
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Abbildung G.1 Chemische Struktur von Cisplatin und die unterschiedlichen Addukte von Cisplatin und
DNA.
Abbildung G.2 zeigt eine Dehnungs- und Relaxationskurve von λ-digest DNA nach der
Inkubation mit Cisplatin. Es zeigt sich, daß der B-S-Übergang im Vergleich zu unbehandelter
DNA (vgl. Abschnitt 8.2) deutlich an Kooperativität eingebüßt hat. Anstelle eines flachen
Plateaus kann ein stetiger Kraftanstieg bis 73 pN beobachtet werden. Bei 73±5 pN weist die
Kurve einen Knick auf, nach dem die Elastizität des Moleküls abnimmt, und bei 318±22 pN
zeigt sich ein weiter Knick in der Kraftkurve, und die Elastizität des Moleküls nimmt erneut
deutlich ab. Ein Abflachen der Kurve, wie beim Schmelzübergang unbehandelter DNA kann
praktisch nicht mehr beobachtet werden. Die Kräfte, bei denen die beiden Knicke in der
Kraftkurve auftreten sind über einen Geschwindigkeitsbereich von 0,2-4 µm|s unabhängig von
der Zuggeschwindigkeit, und es kann, im Gegensatz zu unbehandelter DNA keine Hysterese
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zwischen Dehnungs- und Relaxationskurve beobachtet werden. Das zeigt klar, daß eine
irreversible Auftrennung der beiden DNA-Stränge nach der Behandlung mit Cisplatin nicht
mehr möglich ist.
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Abbildung G.2 Dehnungs- und Relexationskurve von λ-BstE II digest DNA nach 24-stündiger
Inkubation mit Cisplatin. Pufferbedingungen: 150 mM NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA.
Während bei natürlicher λ-DNA sämtliche der oben beschriebenen Addukte vorkommen
können, lassen sich mit Hilfe spezieller DNA-Sequenzen die unterschiedlichen Veränderungen
in der Mechanik von DNA eindeutig bestimmten Bindungsmodi von Cisplatin zuordnen. In
Abbildung G.3 A ist eine Dehnungs- und Relaxationskurve an mit Cisplatin behandelter
poly(dG-dC)·poly(dG-dC)-DNA gezeigt, bei dem sowohl inter-Strang Querverbindungen, als
auch intra-Strang Verbindungen des Typs G*CG* auftreten können. Während das
unbehandelte Molekül einen hochgradig kooperativen B-S-Übergang bei 65 pN und einen
Schmelzübergang bei ~300 pN aufweist (vgl. Abschnitt 8.2), zeigt der B-S Übergang des
platinierten Moleküls deutlich weniger Kooperativität und auch ein eigener Schmelzübergang
kann nicht beobachtet werden. Selbst wenn das Molekül mehrere Minuten mit 500 pN
gedehnt wird, tritt in der Relaxationskurve kaum Hysterese auf, und auch das Entstehen von
Haarnadelstrukturen, wie bei unbehandelten Molekülen (vgl. Abschnitt 8.3) konnte nicht
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beobachtet werden. Die inter-Strang Querverbindungen scheinen also ein kraftinduziertes
Schmelzen der Doppelhelix zu verhindern.
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Abbildung G.3 Dehnungs- und Relexationskurve von poly(dG-dC)·poly(dG-dC)-DNA (A) und poly(dA-
dT)·poly(dA-dT)-DNA (B) nach 24-stündiger Inkubation mit Cisplatin. Puffer-Bedingungen: 150 mM
NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA.
Bei mit Cisplatin behandelter poly(dA-dT)·poly(dA-dT)-DNA (Abbildung G.3 A), die keine
spezifischen Bindungsstellen für Cisplatin aufweist, konnten dagegen keine Unterschiede
gegenüber den entsprechenden unbehandelten Molekülen festgestellt werden. Auch das
Entstehen von Haarnadelstrukturen konnte beobachtet werden, sobald das Molekül bis in das
Plateau bei 35 pN gedehnt und anschließend wieder relaxiert wurde.
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Abbildung G.4 Dehnungs- und Relexationskurve von poly(dA-dC)·poly(dG-dT)-DNA (A) und
poly(dG)·poly(dC)-DNA (B) nach 24-stündiger Inkubation mit Cisplatin. Puffer-Bedingungen: 150 mM
NaCl, 10 mM Tris (pH 8), 1 mM EDTA.
Kraftexperimente an poly(dA-dC)·poly(dG-dT)- und poly(dG)·poly(dC)-Sequenzen
(Abbildung G.4) zeigen weitere Details des Zusammenhangs zwischen durch die
Komplexierung mit Cisplatin hervorgerufenen strukturellen Veränderungen und den
mechanischen Eigenschaften von DNA. Obwohl Cisplatin in poly(dA-dC)·poly(dG-dT)-
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DNA nur intra-Strang Bindungen zwischen Guanin-Basen (G*TG*) bilden kann, ändert die
Komplexierung mit Cisplatin die mechanischen Eigenschaften des Moleküls deutlich. Während
die Mechanik des unbehandelten Moleküls im wesentlichen der von unbehandelter λ-DNA
gleicht (Daten nicht gezeigt, vgl. [326] und [330]), verliert der B-S-Übergang des platinierten
Moleküls wieder deutlich an Kooperativität, was darauf hindeutet, daß die B-Konformation
des relaxierten Moleküls und insbesondere die für die hohe Kooperativität des B-S-Übergangs
verantwortliche Basenstapelung [242] durch die Komplexierung mit Cisplatin nachhaltig
gestört wird. Bei etwa 300 pN zeigt sich ein weiterer Übergang, der dem Schmelzübergang des
unbehandelten Moleküls gleicht. Dennoch weist die Relaxationskurve kaum Hysterese auf,
was den Schluß nahelegt, daß die Rekombination der beiden DNA-Stränge hier schneller
stattfindet, als die Relaxation des Moleküls. Diese Beobachtung ist in guter Übereinstimmung
mit Molekulardynamiksimulationen, die eine Stabilisierung der Doppelhelix durch zwei
zusätzliche Wasserstoffbrückenbindungen in den G*TG*-Komplexen vorhersagen [331].
Auch in poly(dG)·poly(dC)-DNA kann Cisplatin nur intra-Strang Verbindungen (G*G* oder
G*GG*) bilden, auch hier verliert der B-S-Übergang durch die Behandlung mit Cisplatin
deutlich an Kooperativität, und es zeigt sich gegenüber dem unbehandelten Molekül eine sehr
viel geringere Hysterese (vgl. [326] und [330] für die Daten des unbehandelten Moleküls).
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